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La respuesta a daños en el ADN (DDR, DNA damage response) es una compleja red de 

mecanismos cuyo objetivo final es evitar la acumulación de mutaciones y reordenamientos 

genómicos que comprometen el correcto funcionamiento celular. Entre los principales 

ŵecanisŵos de la DDR se encuentran los puntos de control o ͞checkpoints͟, los ŵecanisŵos 

de reparación y tolerancia de daños y los programas de senescencia celular y apoptosis. En 

conjunto, esta respuesta funciona como una barrera que previene la inestabilidad genética, y 

por tanto clave para prevenir el desarrollo del cáncer [1]. 

La correcta duplicación del ADN es esencial para el mantenimiento de la información 

genética y la progresión a lo largo del ciclo celular. La horquillas replicativas son estructuras 

altamente dinámicas y frágiles, tanto por la presencia de fragmentos de ADN de cadena 

sencilla (ssDNA) como por la descromatinización asociada con la síntesis de ADN, lo que las 

hace susceptibles de ser sustrato de nucleasas y otras enzimas implicadas en el procesamiento 

del ADN. Además en cada ciclo celular, numerosos obstáculos generados tanto por agentes 

endógenos y exógenos que causan lesiones en el ADN (aductos, sitios  abásicos o 

incorporación de ribonucleótidos en vez de nucleótidos) como los propios obstáculos 

intrínsecos del ADN (zonas altamente compactadas, proteínas unidas, híbridos ADN-ARN, etc.) 

impiden el avance de la horquilla de replicación y, en algunos casos, llevan al colapso y la 

rotura de éstas. Por ello, las células han desarrollado diferentes mecanismos implicados en la 

protección, reparación y reiniciación de las horquillas, y mutaciones en estos mecanismos 

causan inestabilidad genética y están asociados con cáncer y numerosas enfermedades 

genéticas. Aunque la complejidad de estos mecanismos aumenta a lo largo de la evolución, los 

aspectos básicos están muy conservados desde levaduras hasta humanos. En este trabajo 

hemos utilizado Saccharomyces cerevisiae como organismo modelo por sus ventajas para la 

investigación genética y bioquímica. 

 

1.1 La replicación del ADN 

 

Las células eucariotas regulan la replicación de su genoma mediante complejos mecanismos 

que aseguran la correcta y rápida duplicación de la información genética preservando la 

estabilidad genómica. La maquinaria de replicación del ADN puede implicar hasta 100 

proteínas distintas en una misma horquilla. Muchas de estas proteínas forman el núcleo de la 

maquinaria de síntesis del ADN, otras acoplan la síntesis de ADN con el ensamblaje de los 

nucleosomas y la herencia de las marcas epigenéticas, y otro grupo importante monitoriza la 

integridad de las horquillas y las coordina con el programa de replicación global.  
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1.1.1 Activación de los orígenes de replicación 

 

La iniciación de la replicación ocurre en dos fases separadas temporalmente y coordinadas con 

la progresión del ciclo celular. En la priŵera, se produce la ͞licencia͟ de los orígenes de 

replicación, que consiste en la formación del complejo pre-replicativo (preRC) (Figura 1.1). La 

formación de este complejo ocurre de manera secuencial desde el final de mitosis hasta el 

punto ͞“TART͟ en G1. La replicación se inicia en múltiples regiones u orígenes distribuidos a lo 

largo de los cromosomas. En S. cerevisiae los orígenes de replicación son secuencias de ADN 

específicas conocidas como ARS (Autonomously Replicating Sequences) a las que se encuentra 

unido de manera constitutiva el complejo de reconocimiento de orígenes (ORC, origin 

recognition complex) [2, 3]. Al final de mitosis la proteína Cdc6, esencial para el reclutamiento 

del complejo helicasa MCM2-7 [4, 5], se une a ORC, proceso que además requiere la unión de 

Cdt1 a MCM2-7 [6, 7]. MCM2-7 es un anillo formado por 6 subunidades dispuestas en el 

siguiente orden: Mcm3, Mcm5, Mcm2, Mcm6, Mcm4 y Mcm7 [8-10]. Gracias a la hidrolisis de 

ATP por Cdc6, MCM2-7 se une fuertemente al ADN de doble cadena (dsDNA, double stranded 

DNA) y lo rodea [6, 11]. Una vez cargado, ORC hidroliza ATP, dando lugar a un cambio 

conformacional que libera a MCM2-7 del origen de replicación [12-14]. Este ciclo se repite 

múltiples veces de manera que se cargan aproximadamente entre 5-40 complejos MCM2-7 

por cada origen de replicación, los cuales se desplazan por la cromatina [13]. Una vez que los 

MCM2-7 están cargados en los orígenes, Cdc6 y Cdt1 no son necesarios y se disocian [13, 15]. 

Tras esta serie de eventos, dos hexámeros MCM2-7 enfrentados e inactivos quedan cargados 

en los orígenes de replicación (preRCs). 

El siguiente paso es la formación del complejo de pre-iniciación (preIC), el cual incluye 

todas las proteínas necesarias ;“ldϯ, Dďpϭϭ, “ldϮ, Cdcϰϱ, la poliŵerasa ɸ, el coŵplejo GIN“ Ǉ 

Mcm10) para activar la helicasa como paso previo a la síntesis de ADN [16, 17]. Esta activación 

ocurre en la transición G1-S y requiere la fosforilación de diferentes componentes del preIC 

por las quinasas CDK (cyclin-dependent quinase, Cdc28 en S. cerevisiae) y DDK (Dbf4-

dependent kinase, Cdc7 en S. cerevisiae). DDK consiste en dos subunidades, una 

serina/treonina quinasa codificada por CDC7 y una unidad reguladora codificada por DBF4, 

siendo ambas esenciales para la viabilidad celular. Las actividades CDK y DDK son necesarias 

durante toda la fase S para activar  los orígenes de replicación [18, 19].  
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Figura 1.1. Iniciación de la replicación.  Los orígenes de replicación son licenciados al final de mitosis y 

G1 mediante el ensamblaje del complejo de preRC formado por ORC, Cdc6 y MCM2-7/Cdt1 cuando la 

actividad CDK es baja. El aumento de la actividad CDK y DDK en la transición G1/S favorece la formación 

del complejo de preIC que contiene todas las proteínas que se ensamblan en los orígenes antes de la 

síntesis del primer cebador de ARN. La iniciación de la replicación no tiene lugar hasta que las 

actividades CDK y DDK son altas y activan los preICs. La actividad CDK en las fases S y G2, es también 

necesaria para inhibir la carga de nuevos preRC, lo que permite separar temporalmente la carga de la 

activación de los complejos de replicación. 

 

MCM2-7 posee múltiples sitios de fosforilación capaces de modular tanto la iniciación 

como la progresión de la replicación. La activación de MCM2-7 requiere la fosforilación por 

Cdc7 de varios residuos del complejo en las subunidades Mcm2, Mcm4 y Mcm6 [20-22], 

aunque para que esto ocurra, es necesario que el complejo MCM2-7 sea previamente 

fosforilado por otras quinasas, entre las que se encuentra Mec1 [23]. El dominio N-terminal de 

Mcm4 contiene varios sitios de fosforilación implicados en la regulación de la progresión a lo 

largo de la fase S [24, 25]. En concreto, la fosforilación de este domino por Cdc7 es necesaria 

para eliminar una función de Mcm4 que inhibe la actividad helicasa del complejo MCM2-7 [22, 

24, 26]. Por su parte, la fosforilación de Mcm2 en las serinas 169 y 170 por Cdc7, esencial para 
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la iniciación de la replicación, reduce la afinidad de Mcm2 por Mcm5, lo que favorece la 

apertura del anillo y la extrusión de ssDNA in vitro [27-29]. La mutación puntual mcm5-bob1 

reduce la afinidad de Mcm2 por Mcm5 [27] y elimina el requerimiento para la iniciación de la 

replicación tanto de Cdc7 como de la fosforilación de Mcm2-S169-S170 [27, 30, 31]. Se ha 

propuesto que mcm5-bob1 genera un cambio estructural en el anillo helicasa que mimetiza el 

promovido por la fosforilación de MCM2-7 por Cdc7 [31]. 

Por su parte, la actividad quinasa de Cdc28 regulada por ciclinas de tipo B es necesaria 

para la activación de otras proteínas que participan en el ensamblaje del replisoma, tales como 

Sld2 y Sld3 [32-34]. A diferencia de DDK, la fosforilación del complejo MCM2-7 por CDK no es 

esencial para la iniciación de la replicación, aunque un balance apropiado de las actividades 

CDK y DDK sobre MCM2-7 es necesario para el correcto ensamblaje del replisoma y su 

posterior progresión [35].   

Mediante un proceso cuyo orden aún no se ha establecido con precisión, Cdc28 y Cdc7 

fosforilan a Mcm10, Cdc45, Dbp11 y al complejo GINS durante la formación del preIC. Es 

probable que la mayoría de las proteínas del complejo se ensamblen simultáneamente, ya que 

la asociación de unas depende de la presencia de otras. Por ejemplo, la unión de las cuatro 

subunidades del complejo GINS depende de la unión de Cdc45 y Dpb11, mientras que Cdc45 y 

Dpb11 no se unen bien en ausencia de GINS. Cada hexámero MCM2-7 se asocia con Cdc45 y 

GINS para formar el complejo helicasa CMG (Cdc45-MCM2-7-GINS), que junto con Mcm10, 

Dďpϭϭ, “ldϮ, “ldϯ Ǉ la poliŵerasa ɸ forŵan el preIC [36]. La activación del doble hexámero de 

MCM2-7 en el preIC conduce a su separación en dos hexámeros independientes. Es 

importante destacar que mientras que el doble hexámero de MCM2-7 rodea dsADN, el 

complejo MCM2-7 activo rodea ssDNA [37, 38]. La actividad helicasa del complejo CMG 

desenrolla el ADN [36, 37, 39], lo cual permite la síntesis de ADN tanto de la cadena líder, la 

cual se replica de manera continua mediante la actividad de la poliŵerasa ɸ, como de la 

cadena retrasada, la cual, se sintetiza de forma discontinua por la actividad de la poliŵerasa ɷ 

generando los fragmentos de Okazaki. Tanto la cadena líder como la retrasada se inician a 

partir de un cebador inicial de ARN, sintetizado por la polimerasa α ;primasa), el cual es 

extendido inicialmente por esta misma polimerasa. El factor de replicación C (RFC) se une 

entonces a la unión cebador-molde y cataliza el reclutamiento del factor de procesividad de la 

replicación PCNA, homotrímero en forma de anillo que rodea al ADN y al que se unen las 

poliŵerasas Pol ɷ Ǉ ɸ [40]. Por tanto, la síntesis de ADN en la horquilla replicativa va asociada a 

una acumulación transitoria de ssDNA que es estabilizado mediante la unión del complejo RPA 

(replication protein A, formado por Rpa1, Rpa2 y Rpa3). Además de estas proteínas, otros 

muchos factores se asocian al replisoma y participan en diferentes aspectos de la dinámica de 
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las horquillas, tales como el procesamiento de los fragmentos de Okazaki (Rad27, Dna2, LigI), 

la eliminación de tensión topológica (Top1, Top2), la estabilidad del replisoma (Mrc1, Tof1, 

Csm3) o la remodelación de la cromatina (FACT, Asf1, CAF-1). 

 

1.1.2 Regulación de la iniciación de la replicación 

 

La estricta separación temporal entre la formación del preRC (G1) y su activación (fase S) 

asegura que ninguna secuencia sea replicada más de una vez en el mismo ciclo. La actividad 

CDK es el factor que determina que la célula se encuentre en un estado permisivo o  restrictivo 

para la formación de los preRCs (Figura 1.1). Durante las fases S y G2 la actividad CDK inhibe el 

ensamblaje de los componentes de los preRCs mediante múltiples rutas. Por ejemplo, la unión 

de la ciclina Clb5 a ORC y su fosforilación por Cdc28 inhibe la capacidad de ORC de ensamblar 

nuevos preRCs  [41]. Por su parte, la fosforilación dependiente de Cdc28 de Cdc6 en diferentes 

residuos, los cuales promueven su degradación por el proteasoma y bloquean su capacidad de 

unión a ORC [42, 43]. Además, la fosforilación de MCM2-7 por CDK promueve su transporte 

del núcleo al citoplasma [44-46]. De esta manera los niveles de CDK y DDK promueven la 

activación de los preRCs cargados en G1 a la vez que inhiben la formación de otros nuevos en 

las zonas ya replicadas. 

La salida de mitosis está marcada por la degradación de las ciclinas mitóticas (M-CDKs), las 

cuales promueven su propia degradación al fosforilar y activar al complejo promotor de la 

anafase (APC, anaphase promoter complex) unido al cofactor Cdc20 (APCCdc20) [47]. En 

consecuencia, la actividad quinasa de CDK cae durante mitosis tardía y G1, permitiendo el 

ensamblaje de los preRCs. Durante esta fase APC, unido al cofactor Cdh1, promueve la 

degradación de Dbf4 y por tanto elimina la actividad DDK [48]. De esta manera la célula impide 

la activación de los preRCs cargados durante la fase G1. En la transición G1/S, cuando el 

licenciamiento de orígenes ha terminado, el aumento de actividad CDK fosforila a Cdh1, lo que 

promueve su degradación y el subsecuente aumento de Dbf4 y por tanto de actividad DDK, 

permitiendo la iniciación de la replicación y la entrada en fase S. Por tanto, la actividad quinasa 

de Cdc7 es también periódica durante el ciclo celular; es baja durante G1, aumenta en la 

transición G1/S y se mantiene alta durante las fases S y G2, declinando finalmente en mitosis 

(Figura 1.1). Esta periodicidad está controlada por CDK y APC que regulan los niveles de Dbf4, 

siendo los niveles de Cdc7 prácticamente constantes a lo largo del ciclo [48]. 

Los orígenes de replicación se activan a lo largo de toda la fase S, por lo que en una 

misma célula las reacciones de iniciación, elongación y terminación ocurren simultáneamente, 

aunque el número de orígenes que inician la replicación disminuye progresivamente con el 
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tiempo. Sin embargo, por conveniencia, hablamos de orígenes de replicación tempranos y 

tardíos, los cuales a su vez pueden ser activados con mayor o menor eficiencia de una manera 

aparentemente estocástica, de manera que los patrones de replicación varían de célula a 

célula [49]. Dentro de una población de células, pocos, si es que alguno, de los orígenes son 

usados de manera constitutiva y la mayoría se activan sólo en una proporción de células [50]. 

Finalmente, existen los llamados orígenes de replicación durmientes que se replican de forma 

pasiva desde orígenes vecinos pero que pueden ser activados en condiciones de estrés 

replicativo si su replicación no se produce. En levaduras, esta activación también requiere la 

inactivación del checkpoint [51], probablemente para eliminar la inhibición que este proceso 

ejerce sobre los orígenes tardíos en situaciones de estrés replicativo (Ver 3.2.2) [52]. 

Como se ha mencionado anteriormente, cada ORC es capaz de reclutar múltiples 

dobles hexámeros MCM2-7 desde el final de mitosis hasta G1, los cuales se dispersan varias 

kilobases en el ADN. Por tanto, existe un exceso de complejos MCM2-7 en la cromatina que no 

colocalizan con horquillas replicativas [53, 54]. Este exceso de complejos MCM2-7 unidos a la 

cromatina son eliminados durante la replicación conforme la horquilla avanza por la acción de 

la helicasa Rrm3, la cual progresa con el replisoma [55]. Este mecanismo asegura por un lado el 

mantenimiento de MCM2-7 en la cromatina en las zonas que aún no han sido replicadas, y por 

otro su salida de las regiones que ya han sido replicadas.  

 

1.1.3 La paradoja de los MCM2-7 

 

El exceso de MCM2-7 cargados en la cromatina en relación al número de orígenes de 

replicación se conoce como la paradoja de los MCM2-7. Se ha demostrado que es posible 

reducir la concentración de complejos MCM2-7 sin alterar la replicación del ADN. En levaduras 

se ha visto que una reducción del 50% de los niveles de Mcm2 no afecta a la tasa de 

crecimiento pero sí provoca una disminución en el número de orígenes que son usados 

durante fase S, indicando que el exceso de MCM2-7 puede ser necesario para que  los orígenes 

de replicación sean capaces de iniciar la replicación exitosamente [56]. En C. elegans la 

disminución de los niveles de Mcm5, Mcm6 o Mcm7 da lugar a problemas de proliferación en 

presencia de HU [57]. En células humanas, una reducción en los niveles de MCM2-7 unidos a la 

cromatina de en torno al 70% no afecta a la tasa de replicación ni a la activación de orígenes 

en condiciones normales; sin embargo, en presencia de estrés replicativo estas células activan 

menos orígenes de replicación durmientes, progresan más lentamente a través de la fase S y 

tienen una menor tasa de supervivencia que las células control [58].  
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Por tanto, el ͞eǆceso͟ de coŵplejos MCM2-7 no es necesario durante una fase S 

normal pero sí en condiciones de estrés replicativo para la activación de los orígenes de 

replicación durmientes y el mantenimiento de integridad genómica [57-60]. No obstante, el 

número de MCM2-7 cargados es superior incluso al necesario para la activación de orígenes 

durmientes, lo que sugiere que puedan tener otra función aún no definida.  

 

1.2. Ensamblaje de la cromatina durante la replicación 

 

En las células eucariotas el ADN se encuentra empaquetado en una estructura altamente 

dinámica y especializada denominada cromatina. El nucleosoma, la unidad básica de la 

cromatina, está formado por 146 pb de ADN enrollado 1.65 veces alrededor de un octámero 

de histonas. Este octámero está constituido por un tetrámero central formado por 2 

heterodímeros de H3/H4 al que se unen 2 heterodímeros H2A/H2B a cada lado del tetrámero 

[61]. El ensamblaje de la cromatina es un proceso secuencial, donde chaperonas y factores de 

ensamblaje de la cromatina depositan primero los heterodímeros (H3/H4)2 y posteriormente 

los dímeros H2A/H2B. Después, tras la deposición, actúan complejos remodeladores 

dependientes de ATP y complejos modificadores de histonas que establecen las características 

de la cromatina específicas de cada región [62]. La deposición de histonas y el ensamblaje en 

nucleosomas ocurren rápidamente detrás de la horquilla, de manera que se exponen tan sólo 

~200 pb de ADN.  

El ensamblaje de la cromatina durante la fase S está altamente regulado y coordinado 

con la síntesis de ADN: los nucleosomas son desensamblados delante de la horquilla de 

replicación y ensamblados mediante el reciclaje de las histonas parentales y la deposición de 

nuevas histonas (Figura 1.2)[63]. El ensamblaje de los nucleosomas precisa de una estricta 

coordinación de los componentes del replisoma con chaperonas de histonas, factores de 

ensamblaje de la cromatina y maquinarias de modificación de los nucleosomas [64, 65]. Por 

ejemplo, tanto la chaperona de histonas Asf1 como el modelador de la cromatina FACT  

interaccionan con el complejo MCM2-7 [66-68]. Por otra parte, el factor de ensamblaje de la 

cromatina CAF-1 y Asf1 interaccionan con PCNA y RFC, respectivamente [69, 70]. Estas 

interacciones aseguran un correcto acoplamiento entre los procesos de síntesis de ADN y la 

deposición de histonas, y su desregulación da lugar a inestabilidad genética [71, 72].  

La subunidad Mcm2 de la helicasa MCM2-7 desempeña un papel fundamental en el 

reciclaje y ensamblaje de histonas parentales junto con las chaperonas de histonas Asf1 y FACT 

[66, 73-76]. De una manera independiente a su función como helicasa, Mcm2 es capaz de 

unirse a tetrámeros H3/H4, formando un complejo 2:2:2 Mcm2/H3/H4 [67]. La conformación 
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1:2:2 en la que un Mcm2 se une a un tetrámero H3/H4 también es posible. El complejo 2:2:2 

puede ser disrumpido por Asf1, que es capaz de romper el tetrámero H3/H4 [77-79], dando 

lugar a un complejo 1:1:1:1 Mcm2/H3/H4/Asf1, que puede coexistir con complejos 1:1:1 

Asf1/H3/H4. La actividad chaperona de Mcm2 se encuentra en su dominio N-terminal, el cual 

interacciona con la interfase de H3/H4 que contacta el ADN que envuelve al nucleosoma. Este 

mecanismo le permite interaccionar tanto con la histona H3 canónica como con su variantes 

[67]. Este dominio es también necesario para la unión de Cdc45 [67], lo que sugiere que Mcm2 

juega un papel crítico en la coordinación del reciclaje de H3/H4 con la progresión de la 

horquilla replicativa. 

 

Figura 1.2. Dinámica de deposición histonas en la horquilla replicativa. Durante la deposición de 

histonas sintetizadas de novo los dímeros H3/H4 recién sintetizados se unen a la chaperona Asf1 la cual 

favorece, mediante acetilaciones mediadas por Rtt109 y otras acetil transferasas, su transferencia a los 

ensambladores CAF-1, Rtt106 y FACT para su deposición en el ADN recién sintetizado. Las histonas 

parentales también se reciclan mediante un mecanismo que depende las chaperonas Mcm2, Asf1 y 

FACT. 
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Mcm2 también interacciona con FACT [76]. FACT, formado por Spt16 y Pob3, es una 

chaperona de histonas capaz de unirse a nucleosomas, complejos H3/H4 e histonas libres  [80-

83]. FACT participa en la reposición de los tetrámeros parentales (H3/H4)2 detrás de la ARN 

polimerasa durante la transcripción [84]. Durante la replicación, Mcm2 se une a las histonas 

cooperativamente con FACT, lo que promueve el reensamblaje de la cromatina. FACT no se 

asocia con MCM2-7 en G1, si no que es incorporado al replisoma una vez que ha comenzado la 

replicación [76]. Por tanto, el complejo formado por Mcm2 y FACT, posiblemente con la 

colaboración de Asf1, parece jugar un papel esencial en la transferencia de las histonas 

parentales a las cromátidas nacientes tras la horquilla [76].  

La incorporación de los dímeros H3/H4 sintetizados de novo es llevada a cabo por tres 

rutas solapantes mediadas por CAF-1, Rtt106 y FACT (Figura 1.2). Corriente arriba de ellas 

actúa Asf1, la cual se une a los heterodímeros de H3/H4 de nueva síntesis y se los presenta a la 

acetiltransferasa Rtt109 que acetila la lisina 56 de la histona H3 [85]. La acetilación de H3K56 

aumenta la afinidad de H3/H4 con los ensambladores CAF-1 y Rtt106 y de éstos a la cromatina 

[86]. La transferencia de H3/H4  del complejo Asf1/H3/H4 a CAF-1 está regulada por la E3 

ubiquitina ligasa Rtt101, capaz de unirse y ubiquitinar a H3, desestabilizando la interacción 

entre Asf1 y las histonas [87]. CAF-1 es reclutado al replisoma a través de su interacción con 

PCNA, la cual está regulada, al menos en humanos, por Cdc7 [88] y junto con FACT y Rtt106 

promueven la deposición de los heterodímeros (H3/H4)2 en las cromátidas nacientes [89-92].   

 

 

1.3. MecaŶisŵos de coŶtrol o ͞checkpoiŶts͟ 

 

Las células han desarrollado ŵecanisŵos de control o ͞checkpoints͟ Ƌue coordinan la 

progresión del ciclo celular con la respuesta a problemas en la integridad o dinámica de los 

cromosomas. Existen tres clases de proteínas de checkpoint según su función: los sensores, lod 

cuales detectan el daño, los transductores o mediadores, que transmiten y amplifican la señal, 

y los efectores, que median la respuesta fisiológica de la célula [93]. En esta introducción nos 

centraremos en los checkpoints que detectan problemas específicos de la replicación.  

 

1.3.1 Checkpoint de daños en el ADN 

 

El checkpoint de daños en el ADN actúa durante todo el ciclo celular, retrasando la transición 

G1/S o bloqueando la salida de G2/M, para evitar la replicación o segregación, 

respectivamente, de cromosomas dañados [94, 95]. Los sensores principales del checkpoint de 
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daño son las quinasas de inositol trifosfato Mec1 y Tel1. Mientras que Tel1 es activada 

principalmente por cortes de doble cadena (DBS, double strand breaks), Mec1 responde a una 

amplia variedad de daños en el ADN que tienen en común la acumulación de ssDNA generado 

durante el procesamiento por las maquinarias de reparación y tolerancia de diferentes 

lesiones, tales como bases dañadas, desapareadas o erróneas, sitios abásicos, distorsiones en 

el ADN, enlaces covalentes intermoleculares, cortes de cadena sencilla o DSBs (Figura 1.3) [96]. 

Una fuente importante de DBSs durante la fase S proviene de la rotura de la horquilla de 

replicación. Cuando se produce un DSB el complejo Mre11/Rad50/Xrs2 (MRX) se une a los 

extremos del corte y recluta a Tel1 y a la endonucleasa Sae2 [97, 98]. Sae2 inicia la resección 

de la cadena del eǆtreŵo ϱ’, proceso que es continuado por la acción de dos rutas 

independientes; una mediada por  la helicasa Sgs1 y la endonucleasa Dna2 y otra por la  

exonucleasa Exo1 [99-101]. El ssDNA generado es recubierto por RPA, la cual evita la 

formación de estructuras secundarias en el  ADN [102].  

El nucleofilamento ssDNA/RPA generado es el sustrato reconocido por el complejo 

formado por Mec1 y su subunidad reguladora Ddc2 [103]. Sin embargo, esta unión no es 

suficiente para la activación completa del checkpoint, siendo necesaria la carga por la proteína 

Rad24 del complejo 9-1-1, un heterotrímero formado por Rad17-Mec3-Ddc1 [104].  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1.3. Mecanismos de checkpoint de daños en el ADN. La generación de DSBs es detectada por 

MRX el cual recluta a Tel1. La resección del DSB genera ssDNA que inicia la cascada de activación del 

checkpoint de daño a partir de Mec1-Ddc2. Mec1 también se activa por otras rutas que generan ssDNA, 

como el daño replicativo. Las actividades de Mec1 y Tel1, amplificadas por el mediador Rad9, activan a 

los efectores Rad53 y Chk1, que paran el ciclo celular y regulan la reparación de daño. Adaptado de 

[105]. 
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Uno de los sustratos de Mec1 y Tel1 es la serina 129 de la histona H2A, la cual se 

puede extender varias kilobases desde la lesión. Esta modificación promueve el reclutamiento 

de la proteína mediadora del checkpoint Rad9 [106], la cual transmite y amplifica la señal del 

checkpoint dando lugar a la activación de las proteínas efectoras Rad53 y Chk1 [107].  

La fosforilación de los efectores Rad53 y Chk1 activa distintas respuestas en la célula, 

siendo la principal la parada del ciclo. En S. cerevisiae esta parada se produce en la transición 

metafase/anafase. Chk1 favorece la estabilización de la securina Pds1 lo que impide la 

degradación de las cohesinas y por tanto la separación de las cromátidas hermanas [108]. Por 

su parte, Rad53 inhibe a APCCdc20, de manera que evita la degradación de Pds1 y de las ciclinas 

mitóticas [109]. En S. pombe y eucariotas superiores la parada se produce en G2 debido a la 

inhibición por fosforilación de las M-CDKs por la quinasa Wee1 [110]. Estudios recientes han 

demostrado que este mecanismo funciona también en S. cerevisiae, pero es dispensable 

debido al control adicional de las M-CDKs por Rad53 [111].  

Otra función general de Rad53 es la regulación de la expresión de cientos de genes 

necesarios para los diferentes mecanismos de reparación [112]. En esta respuesta 

transcripcional destaca la  activación por fosforilación de la quinasa Dun1, la cual por un lado 

activa los genes que codifican a la ribonucleótido reductasa (RNR), factor limitante en la 

síntesis de dNTPs,  y por otro inhibe a Sml1, un inhibidor específico de la RNR. De esta manera 

Rad53 aumenta los niveles de nucleótidos necesarios para reparar y replicar el ADN [113]. De 

hecho, la función esencial tanto de Mec1 como de Rad53 es mantener los niveles de 

nucleótidos necesarios para reparar y replicar el ADN, independientemente de su función en el 

checkpoint, de tal manera que los mutantes nulos ŵeĐϭΔ y radϱϯΔ son viables en ausencia de 

Sml1 [114]. 

Finalmente, el checkpoint también es responsable de la regulación por fosforilación de 

numerosas proteínas implicadas en diferentes procesos de reparación. Por ejemplo, la 

fosforilación de Sae2 por Mec1 y Tel1 promueve la resección de los DBSs [115], mientras que 

la fosforilación de Rad55 y Rad51 por Mec1 promueve la reparación por HR [116-118]. 

 

1.3.2 El checkpoint replicativo 

 

El checkpoint replicativo es específico de fase S ya que responde únicamente a horquillas 

estresadas [119]. En estas horquillas se produce un desacoplamiento de la helicasa replicativa 

con la síntesis de ADN que genera una acumulación de ssDNA. Este desacoplamiento se puede 

producir tanto por inhibidores de la replicación tales como la hidroxiurea (HU), por mutaciones 

en componentes del replisoma, o por aductos en el ADN causados por agentes tales como el 
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metil metano sulfonato (MMS) o la luz  ultravioleta (UV), los cuales suponen un obstáculo para 

el avance de las polimerasas replicativas. Al igual que en el checkpoint de daño, el ssDNA 

recubierto por Rpa1 activa el checkpoint al ser detectado por Mec1/Ddc2 y el complejo 9-1-1 

[120].  

Los checkpoints de daño en el ADN y replicativo comparten muchos componentes y 

funciones (Figura 1.3) [121, 122]. Aun así pueden distinguirse genéticamente por la proteína 

que conecta los sensores Mec1 y Tel1 con los efectores Rad53 y Chk1: Rad9 en el checkpoint 

de daño y Mrc1 en el checkpoint replicativo [123-125], aunque Rad9 puede complementar 

parcialmente la ausencia de Mrc1 [123]. Además de su papel en la señalización de daño 

replicativo, Mrc1 tiene un papel estructural en la horquilla de replicación uniéndose al 

replisoma a través del complejo protector de la horquilla Csm3-Tof1 [126] e interaccionando 

con Mcm6 y Pol ɸ [127, 128]. Estas interacciones son esenciales para acoplar la actividad de 

síntesis de ADN de Pol ɸ con la actividad helicasa del complejo MCM2-7 durante la fase S 

independientemente de que haya o no activación del checkpoint [127, 129]. En levaduras, Tof1 

y Csm3 interaccionan físicamente con DDK [130, 131], con quien se ha propuesto que podrían 

cooperar durante la fase S en respuesta al ADN alquilado, detectando las horquillas 

bloqueadas, induciendo un enlentencimiento de la fase S y probablemente, coordinando la 

progresión de la cadena líder y retrasada [132]. 

De hecho, Cdc7 también modula la actividad del checkpoint replicativo [133-137]. Cdc7 

fosforila a Mrc1, siendo esta fosforilación necesaria para la activación de Rad53 y Chk1 [138, 

139]. Además, al menos en S. pombe, Cdc7 fosforila a Ddc1, lo que reduce la interacción entre 

Ddc1 y Rpa1 y favorece la liberación de la cromatina del complejo 9-1-1, y de esta manera el 

acceso de otras proteínas de reparación [136]. Curiosamente se ha propuesto también que 

Cdc7 atenúa la actividad del checkpoint a través de la regulación de Mec1, favoreciendo la 

reiniciación de la replicación [137]. 

 Además de coordinar repuestas similares a las del checkpoint de daño en el ADN, tales 

como la parada mitótica o la regulación de mecanismos de reparación y tolerancia, el 

checkpoint replicativo regula otras respuestas específicas como son el mantenimiento de la 

integridad de la horquilla replicativa, la inhibición de los orígenes de replicación tardíos y el 

control de los procesos de recombinación homóloga (HR) durante la fase S. 

 

1.3.2.1 Mantenimiento de la integridad de las horquillas replicativas 

 

El  checkpoint replicativo desencadena una serie de respuestas encaminadas a mantener la 

integridad de las horquillas para, una vez hayan cesado los problemas, poder reiniciar la 
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replicación [140]. En consecuencia, los mutantes ŵeĐϭΔ y radϱϯΔ sufren un colapso 

irreversible de las horquillas de replicación incluso después de tratamientos cortos con MMS y 

HU [141, 142]. Estudios con el alelo mec1-100  sugieren que el papel más importante de este 

checkpoint es la estabilización de las horquillas replicativas, ya que mec1-100, que no es 

hipersensible a MMS, es defectivo en la parada en el ciclo celular y en la inhibición de los 

orígenes tardíos pero funcional en el mantenimiento de la integridad de las horquillas 

replicativas [119].  

Mec1 y Rad53 regulan diferentes nucleasas y helicasas para prevenir la formación de 

estructuras patogénicas en la horquilla que impidan la reanudación de la replicación tras la 

eliminación del daño [143]. Por ejemplo, Exo1 es modificada e inhibida por Rad53, impidiendo 

que actúe sobre horquillas estresadas, de tal manera que la ausencia de Exo1 suprime 

parcialmente la sensibilidad a MMS de radϱϯΔ [144, 145]. Dna2 y la nucleasa Mus81 también 

son fosforiladas por el checkpoint replicativo. En el caso de Dna2 esta fosforilación promueve 

su asociación con el ADN y previene la reversión de la horquilla gracias a su actividad helicasa, 

mientras que la fosforilación de Mus81 facilita su liberación de la cromatina previniendo su 

acción en la horquilla [146, 147].  

La proteína de HR Rad51 también participa en la estabilidad de las horquillas 

estresadas [148]. En Xenopus se ha visto que previene la acumulación de ssDNA en las 

horquillas como consecuencia de la actividad de Mre11 [149]. De manera similar, BRCA2 

análogo funcional de Rad52, tiene junto con Rad51 una función independiente de su actividad 

reparacional en la estabilización de las horquillas de replicación, protegiéndolas de la actividad 

de Mre11 [150].  

La ausencia de numerosas proteínas del replisoma en horquillas bloqueadas por HU en 

los mutantes del checkpoint tales como ŵeĐϭΔ y radϱϯΔ sugiere un papel del checkpoint en el 

mantenimiento de la estabilidad del replisoma [151, 152]. Sin embargo, estudios más recientes 

han demostrado que la pérdida de los componentes del replisoma en mutantes de checkpoint 

está restringida a orígenes muy tempranos y refleja la incapacidad de estos mutantes de 

checkpoint de parar estas horquillas de replicación [153]. Aun no siendo necesario para la 

estabilización del replisoma, el checkpoint si es importante en la regulación por fosforilación 

de  varios de sus componentes. Por ejemplo, la fosforilación de CMG por Rad53 inhibe su 

actividad helicasa [154], mientras que la fosforilación de Mcm2 por Mec1 promueve la 

recuperación del checkpoint a través del reclutamiento de Cdc5 [155]. Finalmente, en estudios 

en células de mamífero han demostrado que el checkpoint replicativo previene el colapso de 

las horquillas evitando un exceso de ssDNA (en parte mediante la inhibición de orígenes 
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tardíos) y la subsecuente depleción de RPA, el cual parece prevenir el colapso de las horquillas 

tanto protegiendo el ssDNA como regulando componentes del replisoma [156].  

 

1.3.2.2 Inhibición de los orígenes de replicación tardíos 

 

En células de mamíferos una horquilla de replicación bloqueada induce una doble respuesta: 

por un lado, la inhibición de la activación de los orígenes de replicación tardíos, y por otro, la 

activación de orígenes durmientes próximos a la horquilla bloqueada [49, 52, 157-159]. Con 

esta estrategia la célula asegura que las regiones que estaban siendo replicadas en presencia 

de estrés replicativo completen la síntesis de ADN, a la vez que se previene la replicación de 

zonas donde no se ha iniciado aún [158]. Como se ha comentado, la activación de algunos 

orígenes durmientes en S. cerevisiae requiere tanto la inhibición de la replicación pasiva como 

la inactivación del checkpoint [159], mientras que otros requieren la ausencia de actividad Sir2, 

lo que sugiere que están inhibidos por heterocromatinización [160].  

En S. cerevisiae la inactivación de los orígenes de replicación tardíos es llevada a cabo a 

través de la fosforilación de Sld3 y Dbf4 [161, 162]. La fosforilación de Sld3 por Rad53 previene 

su interacción con Cdc45 y Dpb11 y por tanto la formación del preIC. Por otra parte, la 

fosforilación de Dbf4 atenúa la actividad de Cdc7, esencial para la iniciación de la replicación 

[163]. No obstante, hay datos tanto en levaduras como en células de mamífero a favor y en 

contra de la inhibición de Cdc7 en respuesta a estrés replicativo [164]. Como se ha comentado, 

Cdc7 es necesario para la activación del checkpoint y, como se verá posteriormente, de 

procesos de respuesta a daños tales como la ruta de síntesis trans-lesión (TLS, translesion 

synthesis). De manera similar, durante la respuesta a estrés se apagan los orígenes tardíos 

pero se activan los durmientes. Estudios recientes en S. pombe y células de mamífero han 

demostrado que DDK puede permanecer activa en la cromatina en respuesta a estrés 

replicativo a pesar de la caída en la actividad CDK, porque la ruta ATR-Chk1 inactiva APCCdh1 y 

por tanto previene la degradación de Dbf4 [165]. Es posible por tanto que existan poblaciones 

localizadas de Cdc7 activo e inactivo. Concretamente, la fosforilación de Dbf4 por Rad53 en 

moléculas de DDK situadas en los orígenes tardíos inhibiría la activación de éstos. 

 

 

1.3.2.3 Inhibición de la HR 

 

Aparte de la regulación de proteínas de HR en las horquillas estresadas, el checkpoint 

replicativo previene la actividad reparacional por HR durante la fase S. Este punto se discutirá 

en detalle en el apartado ͞Regulación de la HR durante el ciclo͟ ;ϰ.ϮͿ. 
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1.4. Mecanismos de reparación de daños en el ADN. La recombinación homóloga 

 

Las células han desarrollado mecanismos de reparación específicos para cada tipo de lesión en 

el ADN. Las bases mal apareadas son reparadas por el mecanismo de reparación de 

apareamientos incorrectos (MMR, mismatch repair) [166]; las alteraciones químicas en las 

bases del ADN, tales como la metilación o la generación de sitios abásicos, se reparan 

mediante el mecanismo de reparación por excisión de bases (BER, base excision repair) [167, 

168]; las lesiones que distorsionan la estructura de la doble hélice tales como los dímeros de 

pirimidina se corrigen mediante el mecanismo de reparación por excisión de nucleótidos (NER, 

nucleotide excision repair) [1, 169]; los cortes de cadena simple se reparan por el mecanismo 

de  reparación de roturas de cadena simple (SSBR, single strand break repair); finalmente, los 

DSBs se reparan bien por el mecanismo de unión de extremos no homólogos (NHEJ, non 

homologous end joining) o bien por recombinación homóloga (HR, homologous 

recombination) [170, 171]. Por su importancia para la comprensión de esta tesis nos 

centraremos en el mecanismo de HR. 

 

1.4.1 Reparación de DSBs por HR 

 

La reparación por HR usa secuencias homólogas (cromátidas hermanas, cromosomas 

homólogos o secuencias repetidas en el mismo o en cromosomas diferentes) como molde para 

la reparación del DSB. Todas las rutas de reparación por HR requieren la resección de la cadena 

ϱ’ mediante los mecanismos que se han explicado anteriormente y que terminan con la 

formación de un nucleofilamento de ssDNA/RPA de eǆtreŵo ϯ’ ;Figura ϭ.ϰͿ. 

Rad51 (homóloga a RecA en bacterias) es una proteína central en la HR, ya que 

participa en los procesos de búsqueda de homología, invasión e intercambio de cadenas. 

Rad51 es cargada al ssDNA generado durante el proceso de resección gracias a la actividad 

mediadora de Rad52, proteína que compite con RPA para facilitar la unión de Rad51 a la 

molécula de ssDNA [172]. Rad52 sólo es necesaria en cantidades catalíticas para la formación 

del filamento presináptico, lo que sugiere que RPA es desplazado del ADN como consecuencia 

de la extensión de la polimerización de Rad51 [172, 173]. Además, Rad52 posee actividad de 

alineamiento de cadenas de ssDNA, la cual facilita la invasión de la molécula donadora de 

información con el nucleofilamento de ssDNA/Rad51 [172, 174]. Esta invasión desplaza una 

cadena y da lugar a la formación de una estructura en forma de D (D-loop) que es estabilizada 

mediante la actividad de intercambio de cadenas de Rad51 y la síntesis de ADN a partir del 
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eǆtreŵo ϯ’ de la cadena invasora. Todos estos pasos están regulados por numerosas 

actividades recombinogénicas y antirrecombinogénicas que generan intermediarios 

metaestables y reversibles que dan flexibilidad y robustez al proceso [175]. Por ejemplo, las 

actividad helicasa de Srs2 y Sgs1 promueve el desmantelamiento del nucleofilamento de 

Rad51/ssDNA  [176, 177], mientras que los mediadores Rad55/Rad57 y el complejo Shu 

antagonizan la actividad de Srs2 [178]. De igual manera, la formación del D-loop esta 

favorecida por Rad51 y el factor Rad54 pero puede ser desmantelado por la helicasa Mph1 

[179, 180]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1.4. Formación del filamento de Rad51. RPA es desplazada del ssDNA por Rad51 con ayuda de 

los mediadores Rad52 y Rad55-Rad57. Srs2 promueve el desmantelamiento del filamento de Rad51, 

mientras que Rad52 y Rad55-57 antagonizan esta actividad. El complejo Shu promueve la función de 

Rad51 y también puede antagonizar la función de Srs2. El nucleofilamento de Rad51 promueve la 

búsqueda de homología con la ayuda de Rad54 y Rhd54, mientras que Mph1 lo desestabiliza. Adaptado 

de [180]. 

 

  

1.4.2 Regulación de la HR durante el ciclo 

 

A pesar de la importancia de la HR en la reparación de DSBs, este mecanismo implica un riesgo 

para la integridad genómica por tres razones principales. La primera de ellas es que la síntesis 

de ADN asociada al proceso de reparación es mutagénica en comparación con la replicación 

normal [181-183]. La segunda razón es que un procesamiento incorrecto de los intermediarios 
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replicativos por HR es altamente genotóxico al favorecer reordenamientos genómicos como 

hemos ya adelantado [176, 184, 185]. Por último, la HR es una fuente potencial de 

inestabilidad genética cuando no utiliza como molde la cromátida hermana, ya que puede dar 

lugar a pérdida de heterocigosidad, deleciones, inversiones y translocaciones recíprocas [186].  

Por todo ello, la elección entre las diferentes rutas de reparación de DSBs está 

altamente regulada. La HR requiere actividad CDK, lo que implica que está inhibida en G1 y 

activa en S y G2, cuando la célula dispone de cromátidas hermanas como molde [187]. Un paso 

esencial en esta regulación es el control de la resección, mediado por la fosforilación de Sae2 y 

Dna2 por CDK. 

 El checkpoint replicativo juega también un papel importante en la regulación de la HR 

durante el ciclo. En presencia de drogas tales como el MMS o la HU, Mrc1 inhibe la resección 

de los DSBs y por tanto su reparación por HR [188]. Es importante destacar que el 

reclutamiento de los factores de HR a los DSBs es independiente de replicación  [188], y debido 

a ello la expresión de Rad52 en G2/M es suficiente para la reparación de los DSBs producidos 

durante la fase S [189]. 

 

 

1.5. Tolerancia al daño en el ADN 

 

A pesar de que las células disponen de numerosos mecanismos de reparación, las horquillas 

replicativas se pueden encontrar con lesiones que impiden su avance. En estos casos, la célula 

tiene que decidir entre reparar la lesión o avanzar sobre ésta y posponer su reparación, para lo 

que dispone de  mecanismos de ͞tolerancia͟ a daño en el ADN (DDT, DNA damage tolerance). 

La reparación del daño asegura fidelidad, aunque puede extender excesivamente la duración 

de la replicación e inducir inestabilidad genética. Por el contrario, la DDT facilita la progresión 

de la replicación, aunque puede ser mutagénica y está asociada a procesos que pueden 

conducir a reordenamientos genómicos. Los primeros modelos de DDT proponían que la 

horquilla era capaz de reiniciar la replicación tras la colisión con los obstáculos replicativos, 

dejando huecos de ssDNA tras de sí que serían procesados postreplicativamente; sin embargo, 

el relleno de los huecos también podría estar acoplado al avance de la horquilla a través de la 

lesión (Figura 1.5) [190]. En ambos casos, estos mecanismos facilitan el avance de la horquilla y 

promueven el relleno de fragmentos de ssDNA posponiéndose la reparación de la lesión inicial. 

Debido a la importancia de estos mecanismos en el mantenimiento de la estabilidad genómica 

y a que pueden estar asociados a mutaciones, la DDT debe estar altamente regulada con el fin 

de prevenir efectos deletéreos para la célula. 
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Figura 1.5. Progresión de la horquilla y relleno de huecos tras una lesión en la cadena líder o la 

retrasada. Un bloqueo de la cadena líder da lugar a una acumulación transitoria de ssDNA debido al 

desacoplamiento de la síntesis de ADN entre la cadena líder y la retrasada, mientras que el bloqueo de 

la cadena retrasada es superado mediante la síntesis de un nuevo fragmento de Okazaki. Las horquillas 

replicativas son capaces de superar ambos tipos de lesión y rellenar los huecos de ssDNA durante la 

replicación o postreplicativamente. Adaptado de [190]. 

 

Los principios básicos de la DDT están conservados desde levaduras hasta humanos. 

Existen dos tipos de mecanismos diferentes. En los mecanismos de TLS las polimerasas de la 

horƋuilla Pol ɷ Ǉ Pol ɸ son sustituidas por poliŵerasas replicativas de ŵenor procesividad pero 

capaces de introducir un nucleótido al azar en el sitio opuesto a la base dañada [191]. En 

levaduras TLS puede operar mediante dos rutas distintas: una ruta mutagénica en la que 

participan Revϭ Ǉ Pol ɺ ;codificada por REV3 y REV7) y otra no mutagénica en la que participa 

Pol ɻ ;codificada por RAD30) [192]. En los mecanismos de cambio de molde (TS, template 

switching) se utiliza la cromátida hermana intacta para pasar el daño mediante un intercambio 

de cadenas. Por tanto, es un proceso libre de errores [193]. 

El complejo ubiquitina-ligasa Rad6-Rad18 juega un papel clave en el control de las 

rutas de DDT. Consistente con eso, los mutantes rad6 y rad18 son extremadamente sensibles a 

radiación UV y MMS y completamente defectivos en el relleno de huecos de ssDNA [194, 195]. 

La importancia de Rad6-Rad18 en DDT está asociada a PCNA, que actúa como un interruptor 

molecular que regula los diferentes mecanismos de DDT. En presencia de daños en el ADN, 

como los fotoproductos generados por la radiación UV o la alquilación de bases por MMS, 

Rad6-Rad18 se une al ssDNA y ubiquitina a PCNA en la lisina 164 (K164) (Figura 1.6) [196]. La 

monoubiquitinación de PCNA promueve TLS al facilitar el reclutamiento de las polimerasas de 

TLS a los sitios de daño [196]. En levaduras, Cdc7 interacciona con y  fosforila a  Rev7, una de 

las suďunidades de Pol ɺ [197]. En humanos Cdc7 participa en este proceso fosforilando a 
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Rad18, lo que facilita la interacción de Pol ɻ con éste y posteriormente con PCNA en los sitios 

de daño [198, 199]. 

 

 

Figura 1.6. Regulación de las rutas de DDT por PCNA. PCNA puede ser ubiquitinada en K164 por Rad6-

Rad18. La monoubiquitinación facilita el reclutamiento de las polimerasas de TLS. La poliubiquitinación 

de PCNA por Ubc13/Mms2/Rad5 promueve TS mediante un mecanismo que requiere intercambio de 

cadenas mediado por Rad52, Rad51 y Rad5. PCNA es también sumoilado en K164 por Ubc9/Siz1; esta 

sumoilación recluta a la helicasa Srs2 que inhibe durante fase S un mecanismo de TS dependiente de HR 

e independiente de ubiquitinación de PCNA.  

 

 

Un aspecto mecanístico que aún no ha sido resuelto es si la reparación por TLS esta 

acoplada al avance de la horquilla de replicación a través del daño o es postreplicativa. En el 

primer caso, la síntesis a través del daño se realizaría mediante un intercambio de polimerasas 

en la horquilla. Alternativamente, las horquillas podrían reiniciar la replicación tras la colisión 

con los obstáculos replicativos dejando tras de sí huecos de ssDNA que serían procesados 

postreplicativamente. Esta posibilidad es consistente con la observación mediante microscopía 

electrónica de huecos de ssDNA detrás de las horquillas en mutantes de TLS irradiados con luz 

UV [200, 201]. De igual manera, se ha observado que las células de mamífero acumulan ssDNA 

tras la replicación en presencia de irradiación UV, soďre todo en ŵutantes de Pol ɻ. Adeŵás, el 

enlentecimiento del avance de las horquillas tras irradiar con UV no se ve afectado en 

mutantes de TLS [202, 203], y se ha demostrado que TLS es capaz de reparar el daño 
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replicativo cuando la expresión de alguno de sus componentes se restringe a G2 [204, 205]. 

Todos estos datos sugieren que los mecanismos de TLS operan exclusivamente en los huecos 

de ssDNA dejados detrás de la horquilla. TLS no es la principal ruta de reparación en levaduras, 

como sugiere la escasa sensibilidad a daño en el ADN del triple mutante rev1Δ rev3Δ rad30Δ 

[194, 195, 206]. 

La extensión de la ubiquitinación de PCNA por el complejo Mms2/Rad5 en la lisina 164 

mediante una cadena de poliubiquitina unida por la lisina 63 promueve TS (Figura 1.6) [207]. 

Ensayos moleculares y de viabilidad en presencia de daño han demostrado que este 

mecanismo constituye la principal ruta de DDT tanto en condiciones de alto como bajo estrés 

replicativo [194, 195, 206, 208, 209]. El mecanismo mediante el cual la poliubiquitinación de 

PCNA activa la ruta de TS no se conoce aún, aunque estudios moleculares en levaduras han 

demostrado que el intercambio de cadenas requiere la maquinaria de HR [193]. Se han 

propuesto diferentes mecanismos de TS en la que la nueva cromátida hermana es utilizada 

como molde para la replicación, y se describen brevemente en la Figura 1.7 [190]. 

Independientemente de su origen, estas uniones entre cromátidas hermanas (SCJs, sister 

chromatid junctions) se pueden detectar mediante geles bidimensionales en mutantes en el 

complejo Sgs1/Top3/Rmi1 implicado en su disolución [210-212]. 

Numerosos datos sugieren que la ruta de TS mediada por Rad6/Rad5/Rad51 opera 

durante fase S: 1) la pérdida de viabilidad de los mutantes rad18 puede ser rescatada 

reactivando la expresión de Rad18 en G2/M en ausencia de Rad5, pero no de Rev3, lo que 

sugiere que Rad5 requiere Rad18 durante fase S para tolerar el daño [194, 205]; 2) el mutante 

ŵŵsϮΔ y no revϯΔ retrasa la entrada en G2 [194]; 3) la monoubiquitinación y 

poliubiquitinación de PCNA se detecta inicialmente en fase S; y 4) el checkpoint replicativo se 

activa en mutantes que carecen de Rad5 o lo expresan en G2 [204]. Consistente con esta 

hipótesis, Rad5 es necesaria para la progresión de la horquilla replicativa y la completa 

terminación de la replicación a través de ADN alquilado [213]. 

De igual manera, diferentes aproximaciones moleculares y celulares han demostrado 

que la replicación a través de ADN alquilado requiere Rad52 y Rad51 en la horquilla [188, 189, 

212, 214]. De hecho, el enlentecimiento de la replicación como consecuencia de la actividad de 

Rad51 y su parálogo XRCC3, sugieren un papel activo de la HR en la modulación de la 

progresión de la horquilla a través de ADN alquilado [215]. Consistente con esta función 

replicativa, diferentes aproximaciones en levaduras, Xenopus y humanos, han demostrado que 

Rad51 y Rad52 se unen a las horquillas de replicación durante la fase S tanto en presencia 

como ausencia de daño [149, 189, 216].  
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Figura 1.7. Mecanismos de TS durante la fase S. La horquillas replicativas pueden superar la lesión 

mediante el cambio de la polimerasa replicativa por la de TLS (a) o por la formación de SCJs (b,c). La 

invasión de la cromátida hermana podría generar una estructura tipo HJ, que debe ser posteriormente 

disuelta/resuelta (b). Alternativamente, el mecanismo de ͞regresión de la horƋuilla͟ facilitaría el 
alineamiento de las cadenas sintetizadas de novo generando una estructura cruciforme conocida como 

͞chicken foot͟ y que podría ser posteriormente procesado por diferentes mecanismos (c).  
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Sin embargo, existen también datos que sugieren que esta ruta tiene funciones 

postreplicativas; así, se han detectado mediante microscopía electrónica fragmentos de ssDNA 

detrás de las horquillas de mutantes rad51Δ y rad52Δ irradiados con luz UV y MMS [149, 200, 

201]. Por otro lado, los mecanismos de TS parecen ser capaces de reparar el daño replicativo 

cuando la expresión de algunos de sus componentes esenciales se restringe a G2, indicando 

que pueden funcionar desacoplados de la horquilla de replicación [204, 205]. Finalmente, el 

análisis de la dinámica de focos de Rad52 y Rad51 en respuesta a MMS sugiere que al menos 

una parte de la reparación recombinacional de los huecos de ssDNA es retrasada hasta G2/M 

mediante un proceso que depende del checkpoint replicativo, lo que separaría las funciones 

replicativas y reparacionales de la HR durante la DDT [189].  

La cooperación de Rad6/Rad18/Rad5 con Rad51/Rad52 en la formación de SCJs en 

repuesta a daños contrasta con el efecto aditivo de los mutantes dobles respecto a los simples 

observado en ensayos de sensibilidad a daños en el ADN y relleno de huecos de ssDNA, el cual 

sugiere que Rad5 y Rad52 definen dos rutas independientes de TS [217]. La explicación a estos 

resultados es la existencia de una segunda ruta de HR independiente de ubiquitinación de 

PCNA que está regulada por una segunda modificación de PCNA tanto en condiciones de estrés 

replicativo como sin ellas: la sumoilación de las lisinas  164 y 127 por el complejo Ubc9/Siz1 

[196]. Esta modificación recluta la helicasa Srs2, la cual inhibe esta ruta durante la fase S 

(Figura 1.6) [218, 219]. En consecuencia, tanto los mutantes srs2Δ como los mutantes 

defectivos en la sumoilación de PCNA suprimen la sensibilidad a daño de rad6Δ, rad18Δ y 

rad5Δ, y esta supresión depende de las proteínas de recombinación homóloga Rad51, Rad52, 

Rad54, Rad55 y Rad57 [177, 218, 219].  Esta ruta de HR alternativa está también asociada con 

la formación de SCJs [220] pero restringida a condiciones de alto estrés replicativo [194, 195, 

217]. La regulación negativa de la ruta de HR mediante la sumoilación de PCNA sugiere que 

este mecanismo opera postreplicativamente. Actualmente se desconoce los mecanismos 

mediante los cuales Srs2 inhibe esta ruta de HR pero no las funciones recombinogénicas 

asociadas a la ruta dependiente de Rad5. 

  

Las funciones replicativas y reparacionales de las proteínas de HR se han plasmado en 

diferentes modelos, y numerosos datos sugieren que están separadas tanto en el espacio 

como en el tiempo (S y G2/M), posiblemente para evitar la inestabilidad genética que se 

podría producir al interferir la reparación con la replicación [186]. A pesar de esta separación, 

las funciones replicativas y reparacionales de la HR están acopladas mecanísticamente, como 

sugiere el hecho de que la restricción de la expresión de Rad52 a G2/M impida la unión de 

Rad51 a los fragmentos de ssDNA, la formación de SCJs y focos de reparación, y la reparación 
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de los huecos de ssDNA [189]. Nuestra hipótesis es que la carga de Rad52 y Rad51 a los daños 

replicativos está acoplada al avance de la horquilla de replicación, lo que marcaría una 

diferencia substancial con la reparación de DSBs por HR, donde el reclutamiento es 

independiente de replicación [188, 189, 221]. 
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1.6 Objetivos 

 

El objetivo principal de este proyecto ha sido estudiar los mecanismos de unión de las 

proteínas de recombinación homóloga a los daños replicativos durante la DDT. En particular, 

nos hemos centrados en dos aspectos: 

 

1. El papel de la quinasa Cdc7 en la unión de la maquinaria de HR a los daños replicativos 

mediante su interacción con la helicasa MCM2-7. 

 

2. El papel del reciclaje de histonas por ensambladores de cromatina en la respuesta a 

daños replicativos. 
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2. RESULTADOS: PARTE 1 
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2.1 Rad51 y Rad52 interaccionan con MCM2-7 independientemente de daños en el 

ADN en S. cerevisiae  

 

Las proteínas de recombinación homóloga Rad51 y Rad52 participan en la DDT mediante 

funciones replicativas y reparacionales [186]. Rad51 y Rad52 viajan con las horquillas de 

replicación y facilitan su avance en presencia de daños en el ADN, quedando unidas a los 

fragmentos de ssDNA cuya reparación promueven una vez terminada la replicación [189]. Con 

el objetivo de entender el mecanismo por el cual Rad51 y Rad52 interaccionan con la horquilla 

replicativa y se unen a los daños que quedan detrás, decidimos analizar el papel de la helicasa 

replicativa MCM2-7. En S. pombe, Mcm4 interacciona con Rph51 (homólogo de Rad51) en 

respuesta a HU [222]. Por otra parte, se han detectado interacciones entre Mcm2 y Mcm3 con 

Rad52 y Rad51 tanto en ausencia como en presencia de daños en células humanas [222, 223]. 

Decidimos analizar si estas interacciones también ocurrían en S. cerevisiae. Para ello 

inmunoprecipitamos la quimera Mcm4-GFP en cultivos asincrónicos y analizamos la 

interacción con Rad51 y Rad52 mediante western blot. Como se muestra en las Figuras 2.1A y 

2.1B, Rad51 y Rad52 coinmunoprecipitaron con Mcm4-GFP, indicando que  en S. cerevisiae la 

interacción entre MCM2-7 y Rad51 y Rad52 esta conservada. Debido a que el reclutamiento de 

Rad51 a los daños generados por MMS depende de Rad52 [189], decidimos determinar si 

Rad52 es necesario para la interacción entre Rad51 y Mcm4. Los experimentos de 

coinmunoprecipitación mostraron que Rad51 interacciona con Mcm4-GFP 

independientemente de Rad52 (Figura 2.1A). De hecho, la interacción entre Rad51 y Mcm4-

GFP es mayor en el mutante radϱϮΔ, lo que sugiere que hay más Rad51 disponible para 

interaccionar con MCM2-7.  

 

Figura 2.1. Mcm4 interacciona con Rad51 y Rad52.  (A, B) Coinmunoprecipitación de Mcm4-GFP con 

Rad51 y Rad52 en extractos de cultivos asincrónicos de células silvestres y radϱϮΔ que expresan Mcm4-

GFP. Como control negativo se usó una estirpe silvestre Mcm4. Los extractos se trataron o no con 

MNasa (A) o benzonasa (B). Los experimentos se repitieron 2 veces con resultados similares. 
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Las interacciones se observaron en lisados tratados o no con nucleasa micrococal 

(MNasa) que genera fragmentos cromatínicos de ~250 pb (Figura 2.1A) o con benzonasa que 

genera fragmentos de ADN <8 pares de bases (Figura 2.1B), lo que demuestra que las 

interacciones entre MCM2-7 con Rad51 y Rad52 no están mediadas por ADN.  

Para determinar si la interacción entre MCM2-7 y Rad51 depende o no de la presencia 

de daño en ADN, cultivos asincrónicos fueron tratados o no durante 2 horas con MMS al 

0,015%, un agente genotóxico que dificulta el avance de la horquilla replicativa mediante la 

alquilación del ADN y que es altamente tóxico en células defectivas en HR [141, 224]. Como se 

observa en la Figura 2.2, Mcm4-GFP y Rad51 interaccionaron independientemente de la 

presencia o ausencia de daño. En conjunto, estos datos demuestran que la interacción entre la 

helicasa MCM2-7 y las proteínas de recombinación homóloga Rad51 y Rad52 esta conservada 

de levaduras a humanos. 

 

Figura 2.2. La interacción de Mcm4 y Rad51 es independiente de daño. Coinmunoprecipitación de 

Mcm4-GFP y Rad51 en extractos tratados con MNasa de cultivos asincrónicos de células silvestres 

incubados o no durante 2 horas con MMS al 0,015%. Como control negativo se usó una estirpe silvestre 

Mcm4. El experimento se repitió 2 veces con resultados similares. 

 

2.2. La actividad quinasa de Cdc7 promueve la interacción entre Mcm4 y Rad51 

 

La quinasa Cdc7 es el principal regulador de la actividad de MCM2-7 [225]. Por ello, decidimos 

analizar si la interacción entre Rad51 y Mcm4 estaba regulada por Cdc7. Para eliminar la 

actividad quinasa de Cdc7 de forma selectiva usamos un alelo de CDC7 (cdc7-as3) que es 

sensible al inhibidor 1NMPP1, un análogo no hidrolizable del ATP [226]. Ya que la actividad 

quinasa de Cdc7 es esencial para la iniciación de la replicación [18, 19], el experimento se llevó 

a cabo sincronizando las células en G1 y liberándolas en fase S en presencia de MMS al 0,015%. 

A los 35 minutos, tiempo suficiente para que se inicie la replicación,  el cultivo se dividió en dos 

y se añadió 1NMPP1 o su vehículo (DMSO). A los 90 minutos tras la liberación de G1 se llevó a 
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cabo la coinmunoprecipitación. Como se observa en la Figura 2.3A, el inhibidor eliminó la 

interacción entre Rad51 y Mcm4, lo que indica que ésta requiere la actividad quinasa de Cdc7 

de forma continua. 

 

Figura 2.3 La interacción de Mcm4 y Rad51 depende de la actividad quinasa de Cdc7. (A) 

Coinmunoprecipitación de Mcm4-GFP y Rad51 en extractos tratados con MNasa de cultivos de células 

cdc7-as3 y cdc7-as3 mcm5-bob1 que expresan Mcm4-GFP. Los cultivos se sincronizaron en G1 y se 

liberaron en medio fresco en presencia de MMS al 0,015%  durante 90 minutos. A los 35 minutos tras la 

liberación el cultivo se dividió en dos y las células fueron tratadas con 1NMPP1 15 µM o DMSO. (B) 

Coinmunoprecipitación  de Mcm4-GFP y Rad51 en extractos tratados con MNasa de cultivos 

asincrónicos mcm5-bob1 o mcm5-bob1 ĐdĐϳΔ. El experimento se repitió 4 (A) ó 2 (B) veces con 

resultados similares. Como control negativo se usó una estirpe silvestre Mcm4. 

 

 A continuación decidimos analizar la interacción en ausencia de Cdc7. Aunque la 

ausencia de Cdc7 es letal debido al papel de Cdc7 en iniciación de la replicación [227, 228], el 

mutante ĐdĐϳΔ puede crecer en presencia de la mutación mcm5-bob1 [30].  Se ha propuesto 

que esta mutación induce en el complejo MCM2-7 una conformación estructural similar a la 

generada por la fosforilación de MCM2-7 por Cdc7, lo cual permite iniciar la replicación sin 

necesidad de la actividad quinasa de Cdc7 [31]. La interacción entre MCM2-7 y Rad51 también 

se observó en el mutante mcm5-bob1 ĐdĐϳΔ (Figura 2.3B), lo que sugiere que mcm5-bob1 

también suprime el requerimiento de actividad quinasa de Cdc7 necesario para que se 

produzca la interacción entre la helicasa y Rad51. De acuerdo con esta hipótesis, la interacción 

entre Mcm4 y Rad51 se mantuvo en el mutante cdc7-as3 mcm5-bob1 tanto en presencia como 

en ausencia de 1NMPP1 (Figura 2.3A). Estos datos sugieren que los cambios conformacionales 

en MCM2-7 inducidos por Cdc7 favorecen la interacción de la helicasa con Rad51. 
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2.3 MCM2-7, Rad51 y Rad52 presentan cinéticas similares de unión a la cromatina 

durante el ciclo celular 

 

Con el fin de comprender el significado biológico de la interacción de Mcm4 con Rad51 y 

Rad52 decidimos estudiar la cinética de unión al ADN de ambas proteínas en cultivos 

sincronizados en G1 y liberados en fase S hasta G2/M mediante fraccionamiento de cromatina 

y western blot. El fraccionamiento de cromatina nos permite aislar las proteínas que se 

encuentran unidas a la cromatina de las proteínas nucleares y citosólicas solubles. El análisis 

de cantidades de proteínas celularmente equivalentes de las dos fracciones mostró que la 

fracción cromatínica estaba enriquecida en histona H4, mientras que la cantidad de la proteína 

citosólica fosfoglicerato quinasa 1 (Pgk1) era prácticamente indetectable. Por el contrario, la 

fracción soluble estaba enriquecida en Pgk1 y apenas se detectó la histona H4 (Figura 2.4B y 

2.4D).   

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2.4. MCM2-7, Rad51 y Rad52 tienen cinéticas de unión a la cromatina similares. Unión de 

Mcm4-GFP, Rad51 (A,B) y Rad52-GFP (C,D) a la cromatina mediante ensayos de fraccionamiento de 

cromatina y western blot en cultivos de células silvestres  expresando Mcm4-GFP (A,B) o Rad52-GFP 

(C,D). Los cultivos fueron sincronizados en G1 y liberados hasta G2/M. (B,D) Control del fraccionamiento 

de cromatina mediante western blot de Pgk1 y H4 de las fracciones cromatínica y soluble. (A) Se 

muestra la media y la SEM de 3 experimentos independientes en los que la histona H4 se utilizó como 

control de carga de la fracción cromatínica. (C) El experimento se repitió 2 veces con resultados 

similares. La progresión del ciclo se siguió mediante citometría de flujo. 

 

Todas las subunidades del complejo helicasa MCM2-7 presentan la misma cinética de 

unión a la cromatina: se incorporan durante el final de mitosis y G1 y se van liberando 

conforme las células completan la replicación [3, 229, 230]. Consistente con esto, el análisis de 

la unión de Mcm4 a la cromatina mostró un pico de acumulación en G1 que fue 

desapareciendo conforme las células progresaron a lo largo del ciclo (Figura 2.4A). De manera 
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inesperada, dado que la HR es inactiva en G1, Rad51 y Rad52 presentaron un patrón de unión 

a la cromatina similar al de Mcm4 acumulándose en G1 y liberándose a lo largo de la fase S 

(Figura 2.4A y 2.4C). En conjunto, estos datos sugieren que Rad51 y Rad52, al igual que MCM2-

7, se acumulan en la cromatina en G1 para ser posteriormente liberados conforme se 

completa la replicación. 

 

2.4 La acumulación de Rad51 en la cromatina en G1 es independiente de MCM2-7 

 

El mecanismo de entrada de Rad51 a la cromatina aún se desconoce. Aunque la ausencia de 

actividad quinasa de Cdc7 en G1 [231] sugiere que Rad51 y MCM2-7 no interaccionan durante 

esta fase, la similitud de las cinéticas de unión de Rad51 y Mcm4 a la cromatina nos decidió a 

evaluar si la carga de Rad51 en G1 dependía de MCM2-7. Dado que Cdc6 es esencial para la 

carga de MCM2-7 [4], utilizamos células en las que su expresión está bajo control del promotor 

GAL1 regulado por fuente de carbono (Gp-GAL6). Las células CDC6 y Gp-CDC6 se crecieron en 

galactosa y se sincronizaron en metafase con nocodazol; posteriormente se incubaron 1h con 

glucosa para inhibir la expresión de Cdc6 [119] y en consecuencia la carga de MCM2-7, y 

finalŵente se liďeraron en presencia de factor α para sincronizarlas en la fase G1 del siguiente 

ciclo (Figura 2.5). La cantidad de Rad51 en la cromatina en G1 no se vio afectada a pesar de la 

disminución  en  la cantidad de MCM2-7  cargado en la  cromatina (Figura 2.5A). Este  

resultado indica que MCM2-7 y Rad51 se cargan en la cromatina de manera independiente. 

Curiosamente los niveles totales de MCM2-7 en la célula también disminuyeron, lo que sugiere 

que el complejo es degradado si no se incorpora a la cromatina (Figura 2.5B). 

Figura 2.5. La acumulación en la cromatina de Rad51 en G1 es independiente de MCM2-7. Unión a la 

cromatina (A) y fracción total (B) de Mcm4-GFP y Rad51 en G1 mediante ensayos de fraccionamiento de 

cromatina y western blot de cultivos de células CDC6  y Gp-CDC6 sincronizadas en G1 en condiciones de 

depleción de Cdc6. Para ello, los cultivos fueron sincronizados en G1 y liberadas en medio fresco con 1% 

DMSO y nocodazol 15µg/ml; a los 90 min tras las liberación se añadió glucosa al 2% y se reañadió 

nocodazol 15 µg/ml durante 1 h. A continuación las células se liberaron en medio fresco con 2% glucosa 

Ǉ factor α durante Ϯ,ϱ h. (C) Control del fraccionamiento de cromatina mediante western blot de Pgk1 y 

H4 de las fracciones cromatínica y soluble. Se muestra la media y SEM de 3 experimentos 

independientes, así como el control de fraccionamiento, fracción total y cinética de unión a la cromatina 

de un experimento representativo. La histona H4 y Pgk1 se utilizaron como control de carga de la 

fracción cromatínica y de la fracción total, respectivamente. 
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Con objeto de confirmar que la entrada en G1 tanto de MCM2-7 como de Rad51 es 

independiente de su interacción, estudiamos el efecto de la inhibición de la actividad quinasa 

de Cdc7 sobre la acumulación de MCM2-7 y Rad51 en la cromatina en G1. Para ello, las células 

se sincronizaron en G1 y se liberaron en fase S; a los 45 minutos (con la replicación casi 

coŵpletadaͿ el cultivo se dividió en dos Ǉ se trató con ϭNMPPϭ o DM“O Ǉ factor α para 

sincronizarlo en la fase G1 del siguiente ciclo. La inhibición de la actividad quinasa de Cdc7 en 

fase S tardía dio lugar a una caída significativa en la cantidad de Mcm4 y de Rad51 presentes 

en la fracción cromatínica (Figura 2.6A y 2.6C). Sin embargo, el análisis de la proteína total 

demostró que esa caída no era específica de la fracción cromatínica (Figura 2.6B y 2.6C), lo que 

sugiere que Cdc7 es necesario para mantener la estabilidad de MCM2-7 y Rad51 una vez 

finalizada la replicación. 

 

Figura 2.6. La acumulación de Mcm4-GFP y Rad51 en G1 depende de la actividad quinasa de Cdc7. 

Unión a la cromatina (A) y fracción total (B) de Mcm4-GFP y Rad51 en G1 mediante ensayos de 

fraccionamiento de cromatina y western blot de cultivos de células cdc7-as3 sincronizadas en G1 en 

condiciones de inhibición de la actividad quinasa de Cdc7. Para ello los cultivos fueron sincronizados en 

G1 y liberadas en medio fresco; a las 45 min tras la liberación se añadió factor α Ǉ ϭϱ µM NMPPϭ  o 
DMSO durante 1h 45 min. (C) Acumulación de Mcm4-GFP y Rad51 en la cromatina (izquierda) y en la 

fracción total (derecha). Se muestra la media y SEM de 3 experimentos independientes, así como el 

control de fraccionamiento, fracción total y cinética de unión a la cromatina de un experimento 

representativo. La histona H4 y Pgk1 se utilizaron como control de carga de la fracción cromatínica y de 

la fracción total, respectivamente. 

 

2.5 MCM2-7, Rad51 y Rad52 se mantienen en la cromatina en respuesta a daños 

replicativos por MMS 

 

La interacción entre MCM2-7 con Rad51 y Rad52, esenciales para la DDT, nos llevó a analizar la 

unión de Mcm4, Rad51 y Rad52 a la cromatina durante el ciclo celular en presencia de daño 

replicativo. Repetimos los experimentos de fraccionamiento de cromatina en células 

sincronizadas en G1 y liberadas en presencia de MMS al 0,025% hasta fase G2/M. Bajo estas 

condiciones ni Mcm4, ni Rad51, ni Rad52 fueron liberadas de la cromatina durante las fases S y 

G2; de hecho, la cantidad de proteína unida a la cromatina dañada aumentó a lo largo de las 
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cinéticas (Figura 2.7A y 2.7B). La similitud en las cinéticas de unión a la cromatina en presencia 

de daño sugiere un papel de la helicasa MCM2-7 en respuesta a estrés replicativo que estaría 

coordinado con las proteínas Rad51 y Rad52. 

 

 
 

Figura 2.7. MCM2-7 y Rad51 tienen cinéticas de unión a la cromatina similares en presencia de MMS. 

Unión de Mcm4-GFP y Rad51 (A,B) y Rad52-GFP (C,D) a la cromatina mediante ensayos de 

fraccionamiento de cromatina y western blot de cultivos de células silvestres expresando Mcm4-GFP 

(A,B) o Rad52-GFP (C,D), sincronizados en G1 y liberados en medio fresco en presencia de MMS al 

0,025% hasta G2/M. (B, D) Control del fraccionamiento de cromatina mediante western blot de Pgk1 y 

H4 de las fracciones cromatínica y soluble, respectivamente. (A) Se muestra la media y SEM de 9 

experimentos independientes. La histona H4 se utilizó como control de carga de la fracción cromatínica. 

(B) El experimento se repitió dos veces con resultados similares. En cada caso se muestra el control del 

fraccionamiento y cinética de unión a la cromatina de un experimento representativo. 

 

2.6 Las interacciones entre MCM2-7 y Rad51/Rad52 son necesarias para su unión a la 

cromatina en presencia de daño replicativo 

 

Para determinar si la interacción física entre MCM2-7, Rad51 y Rad52 es importante para su 

mantenimiento en la cromatina en presencia de daño replicativo repetimos en primer lugar los 

fraccionamientos en presencia de 1NMPP1. Para ello se sincronizaron  células cdc7-as3 en G1 y 

se liberaron hasta G2/M en presencia de MMS al 0,025%, añadiéndose inhibidor o DMSO 35 

minutos tras la salida de G1. La inactivación de la actividad quinasa de Cdc7 redujo 

significativamente la unión a la cromatina tanto de MCM2-7 como de Rad51 y Rad52 (Figura 
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2.8A). Posteriormente, realizamos el mismo análisis en células cdc7-as3 mcm5-bob1, las cuales 

mantienen la integridad del complejo en ausencia de Cdc7 (Figura 2.3A). Como se observa en 

la Figura 2.8E, mcm5-bob1 suprimió el defecto en la unión a la cromatina dañada de MCM2-7 y 

Rad51 inducido por el inhibidor de Cdc7. Por tanto, el requerimiento de Cdc7 para el 

mantenimiento de MCM2-7, Rad51 y Rad52 en la cromatina replicada en presencia de daño 

refleja la necesidad de mantener la integridad del complejo MCM2-7/Rad51/Rad52. 

 

 
 

Figura 2.8. La integridad del complejo MCM2-7/Rad51/Rad52 es necesaria para el mantenimiento de 

estos factores en la cromatina replicada en presencia de MMS. Unión de Mcm4-GFP y Rad51 (A,B,E,F) y 

Rad52-GFP (C,D) a la cromatina mediante ensayos de fraccionamiento de cromatina y western blot en 

cultivos de células cdc7-as3 expresando Mcm4-GFP (A,B,E,F) o Rad52-GFP (C,D) sincronizados en G1 y 

liberados en medio fresco en presencia de MMS al 0,025%. A los 35 minutos tras la liberación las células 

fueron tratadas con 1NMPP1  15 µM o DMSO. (B,D,F) Controles de fraccionamiento de cromatina 

mediante western blot de Pgk1 y H4 de las fracciones cromatínica y soluble. La progresión a lo largo del 

ciclo se siguió mediante citometría de flujo. En cada caso se muestra el control de fraccionamiento y la 

cinética de unión a la cromatina de un experimento representativo. Los experimentos se repitieron 2 

veces con resultados similares.  
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La unión de las proteínas Rad51 y Rad52 a las lesiones inducidas por MMS en el ADN 

también puede ser detectada mediante ChEC (Chromatin Endogenous Cleavage) [189]. Esta 

técnica se basa en la expresión de quimeras de las proteínas de HR con la MNasa. El dominio 

nucleasa de estas quimeras se puede activar con iones Ca2+, aunque la concentración 

intracelular de Ca2+ no es suficiente para activar la MNasa [232]. Por tanto, para ver si una 

proteína está unida al ADN es necesario permeabilizar las células con digitonina, un detergente 

que no afecta a las interacciones proteína-ADN, y tratarlas con CaCl2. La lógica de esta 

aproximación es que una proteína de reparación fusionada a la MNasa generará un corte 

detectable en el ADN  si se une a una lesión que no es un DSB; si la lesión es un DSB, la 

quimera no aumentará el número de moléculas cortadas (Figura 2.9A). Por tanto, podemos 

inferir la unión de una proteína a la cromatina si el ADN se corta tras la exposición a Ca2+ [189].  

 

 

 

Figura 2.9. Cdc7 es necesario para la unión de Rad52 a las lesiones replicativas en el ADN. (A) Esquema 

de la aproximación experimental: en respuesta a Ca
2+

, Rad52-MN inducirá un corte detectable sólo si 

está unida a una lesión que no es un DSB. (B,C) Análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN a la 

cromatina en cultivos asincrónicos de células silvestres y cdc7-4 tratadas durante 2 horas con MMS al 

0.05% (B) o sincronizados en G1 y liberados en medio fresco en presencia o no de MMS al 0,033%  

durante 60 min (C). Los experimentos se realizaron a 26
o
C. Los paneles de izquierda y derecha muestran 

los perfiles de contenido de ADN y de digestión de ADN, respectivamente. Los experimentos se 

repitieron 3 (B) ó 2 (C) veces con resultados similares. 
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               Esta aproximación experimental permitió demostrar la unión de Rad51 y Rad52 a 

fragmentos de ssDNA generados tras el encuentro de la horquilla con el ADN alquilado por 

MMS, así como el requerimiento de Rad52 para la unión de Rad51 [189]. La unión de Rad52 y 

posterior reparación de las lesiones en el ADN inducidas por MMS dependen de replicación 

[189]. Dado que Cdc7 es una proteína esencial para la iniciación de la replicación [18, 19], 

decidimos utilizar un alelo termosensible de Cdc7 (cdc7-4) a una temperatura semipermisiva 

(26oC), a la cual no muestra defectos replicativos significativos (Figura 2.10), pero su actividad 

quinasa es reducida como se deduce de los defectos que presenta tanto en la activación de 

Rad53 como en mutagénesis inducida por MMS (Figura 2.11, paneles A y C). 

 

 

Figura 2.10. cdc7-4 no presenta defectos replicativos a temperatura semipermisiva. Análisis de la 

progresión en el ciclo celular mediante estudios de contenido de ADN por FACS (A) y conteo de células 

gemadas (B), donde la aparición de la gema la entrada en fase S [233]. Los cultivos de células silvestres y 

cdc7-4 se sincronizaron en G1 y se liberaron en presencia  o ausencia de MMS 0,033%. cdc7-4 mostró 

perfiles similares al silvestre en la progresión en fase S tanto en ausencia como en presencia de MMS. 

Los experimentos se repitieron dos veces con resultados similares. (C) Tiempo medio de división de 

cultivos silvestres y cdc7-4 calculado como el tiempo necesario de un cultivo en fase exponencial para 

duplicar su densidad óptica. El mutante mostró un pequeño pero estadísticamente significativo (T-test 

no pareado, p<0,005) aumento en el tiempo de generación respecto a la estirpe silvestre. Se muestra la 
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media y SEM de 3 experimentos independientes. (D) Esquema del origen de replicación ARS305 con las 

sondas usadas en (E,F). (E) Análisis mediante geles bidimensionales de los intermediarios replicativos en 

el origen ARS305 de cultivos de células silvestres y cdc7-4 sincronizadas en G1 y liberadas durante 30 

minutos en presencia de MMS al 0,033%. A la izquierda se muestra el patrón de intermediarios 

replicativos esperado tras cortar el origen con las enzimas EcoRV y HindIII. Para analizar estos 

intermediarios se usó la sonda Or (ver esquema en (D)). Como se observa, cdc7-4 presentó un patrón de 

intermediarios replicativos similar al de la estirpe silvestre. (F) Eficiencia de iniciación de la replicación 

del origen ARS305 determinada como la cantidad de ADN en el ARS305 en células silvestres  y cdc7-4 

sincronizadas en G1 y liberadas en fase S durante 60 min en presencia de HU 200 mM. La cantidad de 

ADN se determinó por PCR cuantitativa y se normalizó con un fragmento no replicado localizado a 18 kb 

del origen (305 +18 kb) ŵediante la siguiente fórŵula ;ϲϬ’ AR“ϯϬϱ/ ϲϬ’ ϯϬϱ+ϭϴͿ/;Gϭ AR“ϯϬϱ/Gϭ 
305+18). Se muestra la media y la SEM de 3 experimentos independientes. cdc7-4 mostró una eficiencia 

de iniciación similar a la estirpe silvestre. Todos los experimentos se realizaron a 26
o
C. 

 

 

Figura 2.11. cdc7-4 es defectivo en activación de Rad53 y mutagénesis inducida por MMS a 

temperatura semipermisiva. (A) Análisis por western blot (arriba) y ensayo quinasa (abajo) de la 

fosforilación de Rad53 en cultivos asincrónicos de células silvestres y cdc7-4  en respuesta a HU 200 mM 

y MMS 0,05% durante 2 horas. Como control de carga se usó Pgk1. (B) Frecuencia de mutación de 

cultivos asincrónicos de células silvestres y cdc7-4 tratados o no con MMS al 0.05 % durante los tiempos 

indicados. Se muestra la media y la SEM de 3 experimentos independientes. Los experimentos se 

realizaron a 26
o
C. 

 

Por tanto, analizamos la unión de Rad52-MN a la cromatina en mutantes cdc7-4 a 

temperatura semipermisiva. Como puede observarse en la Figura 2.9B en la estirpe silvestre, el 

tratamiento de las células con MMS aumentó tanto la cinética como la extensión de la 

digestión del ADN por Rad52-MN. El mutante cdc7-4 suprimió parcialmente la unión de Rad52-

MN al daño replicativo como se infiere del menor grado de digestión del ADN en comparación 

con la estirpe silvestre. Resultados similares se obtuvieron mediante ChEC de cultivos 

sincrónicos liberados en presencia de MMS al 0,033% (Figura 2.9C), lo que descarta la 

posibilidad de que el defecto de cdc7-4 en la unión de  Rad52-MN a la cromatina sea debido a 

diferencias en la fase del ciclo celular. Estos resultados son consistentes con el requerimiento 

de actividad quinasa de Cdc7 para el mantenimiento de Rad52 y Rad51 en la cromatina en 
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presencia de MMS medido mediante fraccionamiento de cromatina y western blot (Figura 

2.8A y 2.8C).  

               Con objeto de confirmar que la pérdida de unión de Rad52-MN a la cromatina dañada 

en cdc7-4 era debido a defectos en la interacción entre MCM2-7 y Rad51/Rad52, analizamos 

en este mutante estas interacciones mediante coinmunoprecipitación. Como se observa en la 

Figura 2.12 el mutante afectó significativamente a la interacción entre Mcm4-GFP con Rad52, 

pero no con Rad51, lo que sugiere que estas interacciones están reguladas por diferentes 

dianas de fosforilación. 

 

Figura 2.12. cdc7-4 afecta a la interacción entre MCM2-7 y Rad52 a temperatura semipermisiva. 

Coinmunoprecipitación  de Mcm4-GFP, Rad51 y Rad52 en extractos tratados con MNasa de cultivos 

asincrónicos de células silvestres y cdc7-4  que expresan Mcm4-GFP. El experimento se realizó a 26
o
C. 

Como control negativo se usó una estirpe Mcm4. El experimento se repitió 4 veces con resultados 

similares. 

 

 

2.7 El efecto de cdc7-4 en la unión de Rad52 a la cromatina dañada no está asociado 

a defectos replicativos 

 

El hecho de que el origen ARS305 se active con la misma eficiencia en células silvestres y cdc7-

4 (Figura 2.10E) nos permitió analizar la unión de Rad52 a la cromatina replicada por horquillas 

que iniciaron eficientemente la replicación desde este origen. Para ello, el ADN de cultivos 

asincrónicos incubados o no con MMS al 0,05% durante 2 horas se trató mediante ChEC, se 

transfirió a una membrana  y se hibridó con sondas específicas del ADN replicado desde el 

ARS305. Como se observa en la Figura 2.13, cdc7-4 suprimió parcialmente la unión de Rad52-

MN a las lesiones replicadas a partir de este origen. Este dato, junto con la ausencia de 

problemas replicativos globales (Figura 2.10), demuestra que la reducción en la unión de 
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Rad52 a la cromatina en respuesta a MMS no está asociado a defectos en la replicación de 

cdc7-4 a 26oC. 

 

Figura 2.13. El defecto de cdc7-4 en la unión de Rad52 a los daños inducidos por MMS no está 

asociado con problemas replicativos. (A) Esquema de la región replicada desde el origen ARS305 hasta 

el telómero, donde se muestran las sondas usadas. (B) Análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN 

al ADN replicado desde el ARS305 de cultivos asincrónicos de células silvestres y cdc7-4  tratados o no 

con MMS al 0,05% durante 2 horas a 26
o
C. El ADN total (panel superior) se transfirió a una membrana y 

se hibridó con las sondas Or (panel central) y A (panel inferior).  

 

2.8 El papel de Cdc7 en HR es independiente de sus funciones en el checkpoint y en 

TLS 

 

Nos preguntamos si el defecto en la  unión de Rad52 al ADN alquilado estaba asociado a los 

problemas que cdc7-4 presentaba en la activación del checkpoint y/o en TLS a temperatura 

semipermisiva (Figura 2.11). En contra de esta posibilidad, observamos mediante ChEC que la 

ausencia de Mec1, esencial para la activación de Rad53, no afectó a la unión de Rad52-MN al 

daño replicativo (Figura 2.14A). De igual manera, el análisis mediante ChEC de un mutante 

completamente defectivo en TLS (rev1Δ rev3Δ rad30Δ) no mostró ningún defecto en la unión 

de Rad52-MN a la cromatina dañada (Figura 2.14B). En conjunto, nuestros datos sugieren que 

el defecto de cdc7-4 en la unión de Rad52 al daño replicativo es independiente de los defectos 

del mutante en checkpoint y TLS.  
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Figura 2.14. El papel de Cdc7 en la unión de Rad52 al daño replicativo es independiente de sus 

funciones en checkpoint y TLS. (A, B) Análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN a la cromatina 

en cultivos asincrónicos de células sml1Δ, sml1Δ mec1Δ (A), silvestres y rev1Δ rev3Δ rad30Δ (B) tratados 

o no con MMS al 0,05% durante 2 horas. Los paneles de izquierda y derecha muestran los perfiles de 

contenido de ADN y de digestión de ADN, respectivamente. Los experimentos se repitieron 2 veces con 

resultados similares.  

 

2.9 La fosforilación de las serinas 164 y 170 de Mcm2 mediada por Cdc7 es necesaria 

para la unión de Rad52 a las lesiones replicativas en el ADN 

 

Los resultados obtenidos muestran que la actividad quinasa de Cdc7 es necesaria para la 

integridad del complejo MCM2-7/Rad51/Rad52 y su estabilización en el daño replicativo. 

Recientemente, se ha descrito que la fosforilación por Cdc7 de Mcm2 en las serinas 164 y 170, 

aunque esenciales para la viabilidad de la célula [21, 29], pueden ser prescindibles tanto en 

presencia de la mutación mcm5-bob1 como de otro supresor que aún no ha sido caracterizado 

[28, 29]. En este último fondo genético el mutante no fosforilable (mcm2AA) es ligeramente 

sensible a MMS [29]. En primer lugar confirmamos que este alelo fosfomutante no afectaba a 

la tasa de mutagénesis inducida por MMS (Figura 2.15), lo que sugiere que el mecanismo por 

el cual Mcm2-S164,170-P promueve la resistencia a MMS no está relacionado con el papel de 

Cdc7 en TLS.  

 

Figura 2.15. mcm2AA no afecta a la frecuencia de mutagénesis inducida por MMS. Frecuencia de 

mutación de cultivos asincrónicos de células silvestres y mcm2AA tratados o no con MMS al 0.05% 

durante 4 horas. 
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Por tanto, decidimos valorar la posibilidad de que la sensibilidad a MMS de mcm2AA 

fuera consecuencia de un defecto en la unión de Rad52 a la cromatina en presencia de daño. El 

análisis mediante ChEC mostró que la estirpe mcm2AA suprime parcialmente la unión de 

Rad52-MN a las lesiones replicativas inducidas por MMS (Figura 2.16A). Por el contrario, un 

mutante que mimetiza la fosforilación de Mcm2 de forma constitutiva (mcm2EE) mostró un 

perfil similar al de la estirpe silvestre. Estos datos sugieren que el papel de Cdc7 en la unión de 

Rad52 en el daño replicativo está mediado por la fosforilación de Mcm2-S164,170. Para 

demostrarlo, analizamos el efecto de mcm2EE sobre la unión de Rad52-MN al ADN en la estirpe 

cdc7-4 a temperatura semipermisiva. El mutante fosfomimético mcm2EE suprimió parcialmente 

el defecto de unión de Rad52 a los daños replicativos inducido por cdc7-4 a temperatura 

semipermisiva (Figura 2.16B), indicando que Cdc7 promueve unión de Rad52 a las lesiones 

replicativas en el ADN al menos en parte mediante la fosforilación de la subunidad Mcm2 de la 

helicasa MCM2-7 en las serinas 164 y 170.  

 

 

Figura 2.16. La fosforilación de las serinas 164 y 170 de Mcm2 por Cdc7 es necesaria para la unión de 

Rad52 en el daño replicativo. (A) Análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN a la cromatina en 

cultivos asincrónicos de células silvestres, fosfomutantes (mcm2AA) o fosfomiméticos (mcm2EE) de Mcm2 

tratadas o no con MMS 0,05% durante 2 horas. (B) Análisis mediante ChEC  de la unión de Rad52-MN a 

la cromatina en cultivos asincrónicos de células cdc7-4 y cdc7-4 mcm2EE en presencia de MMS al  0.05% 

durante 2 horas a 26
o
C. Los paneles de izquierda y derecha muestran los perfiles de contenido celular de 

ADN y de digestión de ADN por Rad52-MN, respectivamente. Los experimentos se repitieron 3  veces 

con resultados similares. 
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2.10 Cdc7 no regula la unión de Rad52 a la horquilla replicativa 

 

La unión de Rad52 a la horquilla de replicación es independiente de daño [149, 189], y es 

necesaria para la progresión de la horquilla de replicación en presencia de MMS [189]. La 

unión de Rad52 a la horquilla puede ser detectada mediante el análisis de intermediarios 

replicativos por geles bidimensionales de células tratadas por ChEC (2D/ChEC). La unión y corte 

de la horquilla  replicativa por  Rad52-MN  causa una reducción  en la  cantidad  de  burbujas  

al  ser  convertidas  en  moléculas  con  forma  de Y pequeña (Figura 2.17A) [189]. El análisis del  

fragmento que contiene el origen de replicación temprano ARS305 mediante 2D/ChEC mostró 

un patrón similar de intermediarios replicativos en respuesta a Ca2+ en las estirpes cdc7-4 y 

silvestre a 26oC (Figura 2.17B), lo que sugiere que Cdc7 no es necesario para la unión de Rad52 

a la horquilla.  

Figura 2.17. Cdc7 no regula la unión de Rad52-MN a la horquilla replicativa. (A) Esquema del perfil de 

migración de los diferentes intermediarios replicativos mediante geles bidimensionales (arriba). 

Esquema de la molécula Y corta esperada tras el corte de una burbuja replicativa por Rad52-MN (abajo). 

(B) Análisis mediante 2D/ChEC de células  silvestres y cdc-4 sincronizadas en G1 y liberadas en medio 

fresco durante 30 min a 26
o
C. El ADN extraído se digirió con EcoRV y HindIII y se analizó en geles 

bidimensionales. En la gráfica se muestra el porcentaje de intermediarios replicativos. El experimento se 

repitió 2 veces con resultados similares. 

 

2.11 Cdc7 es necesario para la formación de SCJs inducidas por MMS 

La reparación recombinogénica de lesiones inducidas por MMS está asociada con la formación 

de uniones entre cromátidas hermanas (SCJs) que pueden ser detectadas en el arco de 

estructuras con forma de X en geles bidimensionales (Figura 2.18, izquierda) en células 

deficientes   en   el  complejo  “gsϭ/Topϯ/Rŵiϭ necesario para ͞disolverlas͟ [210]. Dado que la 

formación de estas estructuras depende de Rad52 y Rad51 [210], analizamos mediante geles 

bidimensionales la formación de SCJs en cultivos de mutantes sgsϭΔ y sgsϭΔ ĐdĐϳ-4 
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sincronizados en G1 y liberados en presencia de MMS al 0,033% a temperatura semipermisiva. 

cdc7-4 dio lugar a una reducción significativa en la acumulación de SCJs (Figura 2.18, derecha), 

lo que sugiere que Cdc7 contribuye a la formación de SCJs a través de su papel en la unión de 

Rad52 y Rad51 en los daños replicativos. 

 

Figura 2.18. Cdc7 es necesario para la formación de SCJs inducidas por MMS.  Análisis de estructuras 

en forma de X mediante geles bidimensionales de cultivos de células sgsϭΔ y cdc7-ϰ sgsϭΔ sincronizados 

en G1 y liberados en medio fresco en presencia de MMS al 0,033% a 26
o
C. A la izquierda se muestra un 

esquema de la posición relativa de las estructuras en X. La progresión del ciclo celular se siguió mediante 

citometría de flujo. Se muestra la media y la SEM de 5 experimentos independientes. El asterisco indica 

una diferencia estadísticamente significativa según un T- test pareado (p< 0.02). 

 

               Debido a que el defecto de cdc7-4 en la unión de Rad52 está mediado por la 

fosforilación de Mcm2 en las serinas 164 y 170  nos preguntamos si el mutante mcm2AA 

compartía los defectos cdc7-4 en la formación de SCJs. El análisis de los intermediarios 

replicativos mediantes geles bidimensionales de células sgsϭΔ y sgsϭΔ ŵĐŵϮAA, no mostró 

defectos del mutante en la formación de SCJs en estas condiciones (Figura 2.19).  

Figura 2.19. mcm2AA no afecta a la formación de SCJs inducidas por MMS.  Análisis de estructuras en 

forma de X mediante geles bidimensionales de cultivos de células sgsϭΔ y sgsϭΔ mcm2AA sincronizados 

en G1 y liberados en medio fresco en presencia de MMS al 0,033%. La progresión del ciclo celular se 

siguió mediante citometría de flujo. Se muestra la media y la SEM de tres experimentos  independientes.  
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2.12 Cdc7 es necesario para la reparación recombinacional inducida por MMS 

 

La reparación mediante HR de DSBs está asociada a centros de reparación que pueden ser 

detectados con proteínas de recombinación fusionadas con proteínas fluorescentes [234-236]. 

De manera similar, la reparación de los huecos de ssDNA generados por MMS ocurre en 

centros de reparación detectables por microscopía de  fluorescencia [234]. De hecho, la unión 

de Rad51 a las lesiones replicativas puede ser detectada durante la fase S en células que 

expresan Rad51-YFP por la acumulación de múltiples focos pequeños y tenues, que dan lugar a 

1 ó 2 focos brillantes de reparación cuando la replicación ha terminado [189]. Dado que cdc7-4 

afecta a la unión de Rad52 a los daños durante la fase S, decidimos analizar si estaba afectado 

en la formación de focos. La unión de Rad52 al daño replicativo en cdc7-4 fue suficiente para 

formar focos de Rad52 y Rad51, tanto replicativos como reparacionales (Figura 2.20A y 2.20B; 

datos no mostrados).  

 

Figura 2.20. cdc7-4 es defectivo en la reparación recombinacional de las lesiones replicativas. (A) 

Cinética de acumulación de focos de Rad52-YFP de cultivos de células silvestres y cdc7-4 a 26
o
C 

mediante microscopía de fluorescencia. Los cultivos se sincronizaron en G1 y liberaron en presencia o 

ausencia de MMS al 0.033% durante 60 min, tras los cuales el MMS se inactivó y los cultivos se volvieron 

a liberar en medio fresco. (B) Cinética de acumulación de focos de Rpa1-YFP en células silvestres y cdc7-

4. Se llevó a cabo en las mismas condiciones de (A). Las gráficas muestran la media y la SEM de 3 

experimentos independientes. Los  asteriscos muestran una diferencia estadísticamente significativa 

según un T-test pareado (p<0.005). En el interior de las gráficas se muestra el porcentaje de reparación 

después de 7 horas tras liberar de MMS. La progresión a lo largo del ciclo celular se siguió mediante 

citometría de flujo. En rojo se señala el retraso en la salida de mitosis que sufren los mutantes cdc7-4. 

(C) Tamaño de las colonias de células silvestres y cdc-4 transformadas con pRS416 ó pRS416CDC7 tras la 

exposición a MMS al 0,05% durante 24 h.  
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Nos preguntamos, por tanto, si esos centros eran competentes en reparación 

recombinacional. Para ello, las células se sincronizaron en G1 y se liberaron en medio fresco en 

presencia o ausencia de MMS al 0,033% durante 1 hora; a continuación el MMS se inactivó y 

las células se liberaron en medio fresco durante distintos tiempos para seguir la acumulación y 

posterior desaparición de los focos de Rad52-YFP como un marcador del proceso de 

reparación. A las 2 horas tras la inactivación del MMS y coincidiendo con la finalización de la 

replicación se alcanzó el pico máximo de células con focos de Rad52 (55-60%). Mientras que el 

porcentaje de células con focos descendió en la estirpe silvestre en torno al 8% en 3 horas, el 

porcentaje no bajó del 20% tras 5 horas en la estirpe cdc7-4 (Figura 2.20A), lo que sugiere que 

Cdc7 es necesario para la reparación por recombinación homóloga de las lesiones replicativas 

inducidas por MMS. 

Para confirmar que la actividad quinasa de Cdc7 es necesaria para la reparación 

recombinacional de las lesiones replicativas en el ADN repetimos las cinéticas de acumulación 

de focos de Rad52-YFP en el mutante cdc7-as3. Para ello, las células se sincronizaron en G1 y 

se liberaron en presencia de MMS al 0,033% durante 60 minutos, tras los cuales el MMS fue 

inactivado y las células liberadas en medio fresco. Como en experimentos anteriores, el 

inhibidor de Cdc7 se añadió a los 35 minutos tras la liberación de G1 para que se iniciara la 

replicación. Adeŵás, se añadió en este punto factor α, con el oďjetivo de prevenir la entrada 

de las células en un nuevo ciclo, ya que defectos en la iniciación de la replicación por ausencia 

de actividad DDK dan lugar a focos de Rad52 [221]. En estas condiciones la inactivación de 

Cdc7 no dio lugar a un incremento significativo de células con focos de Rad52 en ausencia de 

daño (Figura 2.21A). En presencia de MMS, la inactivación de Cdc7 retrasó ligeramente la 

progresión de la fase S, como podemos observar en el análisis del contenido de ADN por 

citometría de flujo, y en consecuencia el pico de acumulación de focos de Rad52-YFP (Figura 

2.21B). Al igual que con cdc7-4, la inactivación de la actividad quinasa de Cdc7 redujo 

significativamente la tasa de reparación.  

Posteriormente decidimos analizar si la función de Cdc7 en HR era necesaria más allá 

de la fase S, ya que aunque Rad52 se une a los huecos de ssDNA durante esta fase, los centros 

de reparación de recombinación homóloga no se forman hasta que las células finalizan la 

replicación [189]. Para ello, los experimentos se llevaron a cabo sincronizando las células en G1 

y liberándolas en presencia de MMS al 0,033% durante 60 minutos. A diferencia del 

experimento anterior, el inhibidor de Cdc7 no se añadió hasta 60 minutos después de la 

inactivación del MMS cuando la mayor parte de las células han completado la replicación 

(Figura 2.21). Aunque algo inferior,  la inactivación de Cdc7 en G2/M también redujo la tasa de 
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reparación (Figura 2.21C), lo cual sugiere que Cdc7 tiene un papel postreplicativo durante la 

reparación recombinacional de los daños inducidos por MMS. 

 

Figura 2.21. La actividad quinasa de Cdc7 es necesaria para la recombinación homóloga inducida por 

MMS durante la fase S y G2/M. Cinética de acumulación de focos de Rad52-YFP en células cdc7as3 

transformadas con el plásmido pWJ1344 (RAD52-YFP) mediante microscopía de fluorescencia. Los 

cultivos se sincronizaron en  G1 y liberaron en ausencia de daño (A) o en presencia de MMS al 0,0033% 

(B, C) durante una hora tras la cual el MMS fue inactivado y los cultivos se volvieron a liberar en medio 

fresco. A los 35 minutos (A, B) o a los 120 min (C), tras la liberación el cultivo se dividió en dos, y se 

trataron con 1NMPP1 a 15 µM o DMSO. El inhibidor (o DMSO) se reañadió cada 2 horas.  De igual 

ŵanera los cultivos se trataron tras la liďeración del MM“ con factor α cada Ϯ horas para evitar la 
iniciación de la replicación en el siguiente ciclo.  En el interior de las gráficas se muestra el porcentaje de 

reparación después de 7 horas tras liberar de MMS. La progresión a lo largo del ciclo se siguió mediante 

citometría de flujo. Las gráficas muestran la media y la SEM de 3 experimentos independientes. El 

asterisco muestra una diferencia estadísticamente significativa según un T-test pareado (p<0.02). 

 

 

Los tramos de ssDNA generados durante el proceso de DDT son recubiertos por el 

complejo RPA (formado por Rpa1-Rpa2-Rpa3). Al igual que Rad52-YFP, Rpa1-YFP es una 

quimera funcional que puede ser detectada tanto en focos de replicación como de reparación 

[234]. En ausencia de HR  los fragmentos de  ssDNA son reclutados a los centros de reparación 
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pero no son reparados [189]. Por tanto, cdc7-4 debería acumular focos de RPA como 

consecuencia de sus defectos en HR. La cinética se llevó a cabo en las mismas condiciones que 

el  experimento  anterior (Figura 2.20A), pero  utilizando en este caso estirpes  con la quimera 

Rpa1-YFP. Como se observa en la cinética de reparación (Figura 2.20B) se pasó de un ~80% de 

células con focos de RPA a las 2 horas tras la inactivación del MMS  un ~45% en cdc7-4 frente 

al  ~15% en la estirpe silvestre 5 horas después. En conclusión, nuestros resultados sugieren 

que Cdc7 es necesario para el relleno por recombinación homóloga de los huecos de ssDNA 

dejados atrás de la horquilla replicativa durante la DDT. Consistente con esta función, el 

análisis del ciclo celular por citometría de flujo mostró una parada en G2/M, y el consiguiente 

retraso en la progresión al siguiente ciclo en el mutante cdc7-4 (Figura 2.20). Este retraso se 

observa claramente en el tamaño de las colonias tras 24 horas de crecimiento en placa tras 

una exposición de 8 horas en medio líquido con 0,05% de MMS (Figura 2.20C). 

            Posteriormente, nos preguntamos si el mutante mcm2AA compartía estos defectos en 

reparación recombinacional inducida por MMS. Para ello se repitió la cinética de acumulación 

de focos de Rad52-YFP en las mismas condiciones de la Figura 2.20. Como se observa en la 

Figura 2.22, la cinética de reparación fue similar en las estirpes silvestre y mcm2AA.  

 

Figura 2.22. mcm2AA no es defectivo en reparación recombinacional inducida por MMS. Cinética de 

acumulación de focos de Rad52-YFP de cultivos de células silvestres y mcm2AA transformados con el 

plásmido pWJ1344 (RAD52-YFP), sincronizados en G1 y liberados en presencia de MMS al 0.033% 

durante 60 min, tras los cuales el MMS se inactivó y los cultivos se volvieron a liberar en medio fresco. 

 

Los mutantes radϱϮΔ son muy sensibles a MMS como consecuencia de la pérdida de 

las rutas de reparación recombinacional. Sin embargo, cdc7-4 es apenas sensible a MMS a 
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temperatura semipermisiva (Figura 2.23A), lo que sugiere que el defecto que presenta en la 

unión de Rad52 no es suficiente para generar problemas de viabilidad en presencia de daño 

replicativo. De acuerdo con este argumento, cdc7-4 tampoco mostró defectos de 

recombinación homóloga inducida por MMS a temperatura semipermisiva (Figura 2.23B). 

 

Figura 2.23. cdc7-4 es resistente a MMS y proficiente en recombinación genética. (A) Viabilidad de 

células silvestres y cdc7-4  en respuesta a MMS. Se presenta  el porcentaje de células capaces de formar 

colonias tras la exposición a MMS al 0,05% respecto a las células totales previas a la exposición con 

MMS. (B) Frecuencia de recombinación entre repeticiones invertidas de células silvestres y cdc7-4 

transformadas con el plásmido pRS316-SU. (A,B) Se muestra la media y la SEM de 3 experimentos 

independientes. Los experimentos se realizaron a 26
o
C. 
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3. RESULTADOS: PARTE 2 
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3.1 Asf1 es necesario para la unión de Rad52 al daño replicativo  

 

La progresión de la horquilla replicativa requiere  una estrecha coordinación entre los procesos 

de síntesis de ADN y de deposición de histonas. La chaperona de histonas Asf1 juega un papel 

clave en este proceso mediante su interacción con la helicasa MCM2-7. Además Asf1 

promueve la acetilación por Rtt109 de la lisina 56 de la histona H3 (H3K56ac), siendo esta 

modificación esencial para la respuesta recombinacional a daños replicativos pero no de DSBs 

[233, 237]. Decidimos por tanto analizar el papel de Asf1 en la unión de Rad52 a los daños 

replicativos. El análisis mediante ChEC de cultivos asincrónicos tratados o no con MMS durante 

2 horas mostró que Asf1 es necesario para la unión de Rad52 en los daños (Figura 3.1A). 

Debido a que asf1Δ se acumula en metafase como consecuencia de la activación del 

checkpoint de fase S [92], decidimos analizar si el defecto en la unión de Rad52 era debido a 

diferencias de ciclo. Para ello se analizó la unión de Rad52 a la cromatina mediante ChEC en 

cultivos sincronizados en G1 y liberados en presencia o ausencia de MMS al 0,033%  durante 

60 minutos (Figura 3.1B). La pérdida de unión de Rad52 a los daños replicativos en el mutante 

asf1Δ se mantuvo en cultivos con el mismo perfil de ciclo celular.  

 

 
 

Figura 3.1 Asf1 es necesaria para la unión de Rad52 a los daños replicativos. Análisis mediante ChEC de 

la unión de Rad52-MN a la cromatina de cultivos asincrónicos de células silvestres  y asfϭΔ tratados o no 

durante 2 horas con MMS al 0,05% (A) o sincronizados en G1 y liberados en medio fresco en presencia o 

no de MMS al 0,033% durante 60 min (B). Los paneles de izquierda y derecha muestran los perfiles de 

contenido de ADN y de digestión de ADN, respectivamente. Los experimentos se repitieron 3 (A) y 2 (B) 

veces con resultados similares. 
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Como se comentó en el apartado 2.10, la formación de SCJs depende de Rad51 y 

Rad52, por lo que decidimos analizar si asfϭΔ afectaba a la formación de estas estructuras. 

Para ello, cultivos de células sgsϭΔ y sgsϭΔ asfϭΔ se sincronizaron en G1 y se liberaron en 

presencia de MMS 0,033%. Como se observa en la Figura 3.2, asf1Δ redujo la formación de 

SCJs, lo que sugiere que Asf1 contribuye a la formación de estas estructuras a través de su 

papel en la unión de Rad52 a los daños replicativos. 

 

Figura 3.2. Asf1 es necesaria para la formación de SCJs inducidas por MMS.  Análisis de estructuras en 

forma de X mediante geles bidimensionales de cultivos sgsϭΔ y sgsϭΔ asfϭΔ sincronizados en G1 y 

liberados en medio fresco en presencia de MMS al 0,033%. La progresión del ciclo celular se siguió 

mediante citometría de flujo. Se muestra la media y la SEM de 3 experimentos independientes. 

 

3.2. El papel de Asf1 en la unión de Rad52 al daño replicativo es independiente de su 

función en la deposición de histonas de nueva síntesis 

 

A continuación nos preguntamos si el papel de Asf1 en la unión de Rad52 en el daño 

replicativo estaba relacionado con su papel en el ensamblaje de la cromatina de histonas de 

nueva síntesis. Durante este proceso, la acetilación de H3K56 aumenta la afinidad de H3 por 

los factores de ensamble CAF1 y Rtt106, los cuales depositan la histona en la horquilla 

mediante rutas solapantes. Con el objetivo de establecer si esta ruta juega un papel en la 

unión de Rad52 en el daño replicativo analizamos el mutante ĐaĐϭΔ rttϭϬϲΔ. En la Figura 3.3 se 

muestra el análisis mediante ChEC de cultivos asincrónicos de células silvestres y ĐaĐϭΔ rttϭϬϲΔ 

tratadas o no durante 2 horas con MMS. La ausencia de CAF1 y Rtt106 no afectó a la unión de 

Rad52 a los daños replicativos. Por el contrario, aumentó el grado de digestión del ADN en 

ausencia de daño, lo que sugiere que un correcto ensamblaje de la cromatina es necesario 

para evitar una unión no programada de las proteínas de recombinación a la cromatina 

replicada en ausencia de estrés replicativo. Por tanto, el papel de Asf1 en la unión de Rad52 a 

la cromatina dañada es independiente de su función en el ensamblaje de la cromatina, lo cual 
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es consistente con resultados previos que sugieren que Asf1 promueve la tolerancia a daño 

replicativo mediante una función que es independiente de su papel en la ruta de ensamblaje 

mediado por CAF1 y Rtt106 [233]. 

 

 

Figura 3.3. CAF1 y Rtt106 afectan a la unión de Rad52 a la cromatina en ausencia de daños. Análisis 

mediante ChEC de la unión de Rad52-MN a la cromatina de cultivos asincrónicos de células silvestres y 

ĐaĐϭΔ rttϭϬϲΔ tratados o no durante 2 horas con MMS al 0,05%. Los paneles de izquierda y derecha 

muestran los perfiles de contenido de ADN y de digestión de ADN, respectivamente. El experimento se 

repitió 3 veces con resultados similares. 

 

3.3 La unión de Rad52 al daño replicativo es independiente de la ruta de DDT 

mediada por acetilación de H3K56 y Rtt101  

 

Durante la replicación, la histona H3 sintetizada de novo es acetiliada en la  lisina 56 por Asf1 y 

Rtt109 e incorporada durante fase S. En condiciones normales esta modificación es eliminada 

en G2. En respuesta a daños durante la replicación esta modificación es mantenida mediante 

un mecanismo dependiente de checkpoint de fase S que promueve la degradación de las 

deacetilasas Hst3/Hst4 [85, 238, 239]. La ruta recombinacional en la que participa H3K56ac 

requiere el reclutamiento a la cromatina del complejo ubiquitina-ligasa Rtt101/Mms1 [237, 

240].  Se ha propuesto que en presencia de estrés replicativo, H3K56ac desacopla la helicasa 

replicativa de las polimerasas replicativas mediante un proceso en el que participa Mrc1 y un 

factor aún no identificado que sería ubiquitinado por Rtt101 [241, 242]. Por todo ello, 

decidimos analizar si el defecto en la unión de Rad52 en el daño replicativo en asf1Δ era 

debido a la ausencia de acetilación de H3K56 y/o a defectos en el reclutamiento de Rtt101. El 

análisis mediante ChEC de cultivos asincrónicos tratados o no con MMS durante 2 horas no 

mostró diferencias en la unión de Rad52-MN a la cromatina en los mutantes defectivos en 

acetilación de H3K56 rttϭϬ9Δ  y H3K56R, donde la lisina 56 ha sido sustituida por el residuo no 

acetilable arginina (Figura 3.4A y 3.4B).  
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Figura 3.4. La acetilación de H3K56 no regula la unión de Rad52 al daño replicativo. Análisis mediante 

ChEC de la unión de Rad52-MN a la cromatina de cultivos asincrónicos de células silvestres, rttϭϬ9Δ (A) y 

H3K56R (B) tratados o no durante 2 horas con MMS al 0,05%. Los paneles de izquierda y derecha 

muestran los perfiles de contenido de ADN y de digestión de ADN, respectivamente. Los experimentos 

se repitieron 2 veces con resultados similares. 

 

De igual manera, rtt101Δ tampoco afectó a la unión de Rad52-MN a los daños 

replicativos (Figura 3.5). En conjunto, estos resultados sugieren que el papel de Asf1 en la 

unión de Rad52 en el daño replicativo es independiente tanto de la ruta de deposición de 

histonas de nueva síntesis como de las modificaciones del replisoma mediadas por H3K56ac en 

respuesta a daño. 

 

 

 

Figura 3.5. La ruta mediada por Rtt101 no es necesaria para la unión de Rad52 al daño replicativo. 

Análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN a la cromatina en cultivos de células silvestres y 

rttϭϬϭΔ  tratados o no durante 2 horas con MMS al 0,05%. Los paneles de izquierda y derecha muestran 

los perfiles de contenido de ADN y de digestión de ADN, respectivamente. El experimento se repitió 2 

veces con resultados similares. 
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3.4 Papel del reciclaje de histonas parentales en la unión de Rad52 al daño 

replicativo 

 

Asf1 interacciona con la helicasa MCM2-7 a través del tetrámero H3/H4 durante la fase S [66, 

74], y esta interacción es esencial para el reciclaje de las histonas parentales en las nuevas 

hebras de ADN [243]. Por ello, decidimos estudiar el papel de la interacción de Asf1 con las 

histonas en respuesta a estrés replicativo usando el alelo asf1V94R, cuya mutación puntual 

impide la interacción entre Asf1 y H3/H4 [77]. El análisis mediante ChEC de cultivos 

asincrónicos de células silvestres y mutantes tratados o no con MMS  durante 2 horas mostró 

que la interacción de Asf1 con H3/H4 no es necesaria para la función de Asf1 en la unión de 

Rad52 en el daño replicativo (Figura 3.6). En conclusión, el defecto de Asf1 en la unión de 

Rad52 en el daño replicativo es independiente de su interacción con las histonas y por tanto 

con la helicasa MCM2-7. 

 

 

Figura 3.6. La interacción de Asf1 con las histonas no es necesaria para la regulación de la unión de 

Rad52 al daño replicativo. Análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN a la cromatina en cultivos 

asincrónicos de células silvestres y asf1V94R tratados o no durante 2 horas con MMS al 0,05%. Los 

paneles de izquierda y derecha muestran los perfiles de contenido de ADN y de digestión de ADN, 

respectivamente. El experimento se repitió 2 veces con resultados similares. 

 

3.5 Rad53 y Asf1  regulan la unión de Rad52 al daño replicativo mediante 

mecanismos independientes 

 

Asf1 y Rad53 forman un complejo dinámico que se disocia en respuesta a HU pero no a MMS 

[244, 245]. Rad53 compite con el heterodímero H3/H4  (y con otras chaperonas como 

HirA/CAF1) por la unión a Asf1, ya que la interacción de Rad53 con Asf1 involucra a los 

residuos de Asf1 implicados en su interacción con H3/H4. Para determinar si la unión de Rad52 

al daño replicativo está regulada por la formación del complejo Asf1/Rad53, decidimos en 

primer lugar analizar el mutante sŵlϭΔ radϱϯΔ. En la Figura 3.7A se muestra el análisis de 

unión de Rad52 a daños replicativos de cultivos asincrónicos de sŵlϭΔ y sŵlϭΔ radϱϯΔ tratados 
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o no con MMS al 0,05% durante 2 horas. sml1Δ radϱϯΔ suprimió parcialmente la unión de 

Rad52 al daño replicativo (Figura 3.7A). Es importante señalar que esta función de Rad53 en la 

unión de Rad52 al daño replicativo es independiente de su papel en el checkpoint ya que 

ŵeĐϭΔ no afecta a la unión de Rad52 (Figura 2.12B). 

Con objeto de determinar si esta función de Rad53 está mediada esta mediada por el 

complejo que forma con Asf1, utilizamos el alelo rad53ALRR, defectivo en la interacción entre 

Asf1 y Rad53 [246]. El análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN a la cromatina dañada 

en este mutante no dio lugar a diferencias respecto a la estirpe silvestre (Figura 3.7B), lo que 

sugiere que el papel de Rad53 no está mediado por su interacción con Asf1. De acuerdo con 

este dato, el triple mutante  sml1Δ asf1Δ rad53Δ suprimió la unión de Rad52 al daño 

replicativo en mayor medida que los mutantes asfϭΔ y sŵlϭΔ radϱϯΔ (Figura 3.7C). 

 

Figura 3.7. Rad53 regula la unión de Rad52 al daño replicativo de manera independiente a Asf1. 

Análisis mediante ChEC de la unión de Rad52-MN en la cromatina en cultivos asincrónicos de células 

sŵlϭΔ, sŵlϭΔ radϱϯΔ (A), silvestres, rad53ALLR (B), sŵlϭΔ, sŵlϭΔ radϱϯΔ y sŵlϭΔ radϱϯΔ asfϭΔ (C) 

tratados o no durante 2 horas con MMS al 0,05%. Los paneles de izquierda y derecha muestran los 

perfiles de contenido de ADN  y de digestión de ADN, respectivamente. Los experimentos se repitieron 2 

veces con resultados similares. 
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En este trabajo hemos demostrado que las proteínas de recombinación Rad51 y Rad52 

interaccionan físicamente con la helicasa MCM2-7. Además, Rad51, Rad52 y MCM2-7 

muestran cinéticas de unión a la cromatina similares durante el ciclo celular: se acumulan en 

G1, se liberan de la cromatina conforme la fase S progresa, y en presencia de daño se 

mantienen durante S/G2. La actividad quinasa de Cdc7 es necesaria para la integridad del 

complejo, y éste, a su vez, para la carga de Rad51, Rad52 y MCM2-7 a las lesiones de ssDNA. 

En consecuencia, células defectivas en actividad DDK presentan defectos en la reparación 

recombinacional del daño en el ADN inducido por MMS. Estos resultados señalan a MCM2-7 

como una plataforma molecular mediante la cual Cdc7 promueve la unión a las lesiones de 

ssDNA de las proteínas Rad51 y Rad52 pre-cargadas en la cromatina en G1. Esta estrategia 

facilitaría la reparación libre de errores como primera opción frente a otras vías mutagénicas. 

Aunque desconocemos aún el mecanismo mediante el cual MCM2-7/Rad51/Rad52 se une a 

los daños replicativos, el seguimiento de la unión de Rad52 sugiere que es un proceso regulado 

tanto por Asf1, mediante una función independiente de su capacidad de unirse a histonas, 

como por Rad53, mediante una función independiente de su papel en el checkpoint y del 

complejo que forma con Asf1. 

 

4.1 Rad51 y Rad52 muestran cinéticas de unión a la cromatina similares a las de la 

helicasa MCM2-7 

 

Hemos demostrado que Rad51 y Rad52, al igual que MCM2-7, se acumulan en la cromatina en 

G1 y en ausencia de daño son liberados de ésta conforme la replicación avanza. Es probable 

que la liberación de estos factores esté coordinada gracias a la integridad del complejo MCM2-

7/Rad51/Rad52, cuya formación depende de la actividad quinasa de Cdc7 (Figura 2.3). 

Nuestros datos sugieren que Rad51 y Rad52 se cargan en la cromatina durante el final de 

mitosis, durante G1, o durante ambas fases al igual que MCM2-7, pero en cualquier caso por 

una vía independiente a MCM2-7 (Figura 2.5), lo cual es consistente con la ausencia de 

actividad quinasa de Cdc7 en mitosis tardía/G1. 

La inhibición de la actividad quinasa de Cdc7 en fase S tardía/G2 da lugar a una 

reducción significativa en la fase G1 del siguiente ciclo de los niveles de proteína total y unida a 

la cromatina tanto de Mcm4 como de Rad51 (Figura 2.6). La degradación de estas proteínas en 

ausencia de actividad quinasa de Cdc7 sugiere que Cdc7 es necesario 1) para su unión a la 

cromatina, degradándose si no se unen, ó 2) para su estabilidad si no están unidos a la 

cromatina. A favor de la primera posibilidad se ha observado que Cdc7 es necesario para la 

carga de MCM2-7 en células humanas [247]. A favor de la segunda, hemos observado que 
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MCM2-7 es degradado si no se incorpora a la cromatina en ausencia de actividad Cdc6 (Figura 

2.5). En cualquier caso, y dado  que en S tardía/G2 tanto MCM2-7 como Rad51 ya se han 

liberado de la cromatina, este resultado sugiere que Cdc7 es necesario para mantener la 

estabilidad de Rad51 y de los complejos MCM2-7 que no están unidos a la cromatina. 

 

4.2 La actividad quinasa de Cdc7 promueve la interacción de Rad51 y Rad52 con los 

complejos helicasa MCM2-7 que no están en la horquilla 

Previamente se habían descrito interacciones físicas entre las proteínas de recombinación 

Rad51 y Rad52 con MCM2-7 tanto en S. pombe en respuesta a HU como en células humanas 

en ausencia y presencia de daños en el ADN [222, 223]. Nosotros hemos demostrado que estas 

interacciones también existen en S. cerevisiae, donde se dan tanto en ausencia de daño como 

en presencia de estrés replicativo. Además, hemos observado que estas interacciones 

requieren la actividad quinasa de Cdc7, y que este requerimiento es suprimido por mcm5-

bob1. Esta mutación causa un cambio conformacional en la helicasa MCM2-7 que rescata la 

letalidad del mutante ĐdĐϳΔ al mimetizar el efecto de la fosforilación de MCM2-7 por Cdc7 

[31]. El hecho de que la pérdida de la interacción de Rad51 con MCM2-7 por inhibición de Cdc7 

la hayamos observado en células que han activado los orígenes de replicación tempranos y 

progresan a través de la fase S indica que: 1) el requerimiento de Cdc7 no depende de su 

función en replicación y 2) que la interacción requiere la actividad de Cdc7 de forma continua. 

Estos resultados sugieren que para que Rad51/Rad52 y MCM2-7 interaccionen es necesario un 

cambio estructural de MCM2-7 que, contrariamente al se da para  su función en la iniciación 

de la replicación, puede ser revertido en ausencia de actividad quinasa de Cdc7. 

Rad51 y Rad52 viajan con la horquilla [149, 189], y en presencia de aductos en el ADN 

que impiden su avance promueven el salto de la lesión por mecanismos que aún no han sido 

esclarecidos [190]. Nuestros análisis de 2D/ChEC sugieren que Rad52 se mantiene unido a la 

horquilla a pesar de que su interacción con MCM2-7 está disrumpida en cdc7-4 a temperatura 

semipermisiva (Figura 2.12). De acuerdo con este dato, este mutante no está afectado en la 

progresión a través de fase S en presencia de MMS (Figura 2.10), a diferencia de los mutantes 

radϱϮΔ y radϱϭΔ [188, 189, 214]. Esto sugiere que otros componentes del replisoma deben 

participar en la unión de Rad52 y Rad51 a la horquilla. De hecho, Rad52 es necesario para la 

unión de Rad51 a la horquilla [189] pero no a MCM2-7 (Figura 2.1), lo que apunta al 

nucleofilamento ssDNA/RPA como diana potencial para la carga de Rad52 y Rad51 en la 
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horquilla, ya que este nucleofilamento es el sustrato natural sobre el que Rad52 carga a Rad51 

[248]. 

 

4.3 La interacción de Rad51 y Rad52 con el exceso de helicasas MCM2-7 promueve su 

unión a los daños replicativos  

 

El relleno de los huecos de ssDNA generados por el avance de la lesión de la horquilla está 

asociado con la formación de centros de reparación de HR. El checkpoint replicativo previene 

la formación de estos centros durante la fase S, dando lugar a una separación espacio-

temporal de las funciones replicativas y reparacionales de Rad51/Rad52. Sin embargo, estas 

actividades están ligadas mecanísticamente como sugiere el hecho de que la restricción de la 

expresión de Rad52 a G2/M impida la unión de Rad51 a las lesiones de ssDNA, la formación de 

SCJs y la formación de focos de Rad51 [189], a pesar de que se acumulan huecos de ssDNA en 

los mutantes radϱϭΔ y radϱϮΔ en presencia de luz UV y MMS [149, 200]. Esto supone una 

distinción mecanística importante entre la HR inducida por DSBs, donde Rad52 y Rad51 son 

reclutadas a las lesiones independientemente de replicación y puede, por tanto, ser 

completada en células que expresan Rad52 solo en G2/M [188, 189, 221]. Nuestros resultados 

arrojan luz al mecanismo por el que Rad51 y Rad52 son cargadas a las lesiones de ssDNA. 

Hemos demostrado que Cdc7 promueve la interacción de Rad51 y Rad52 con MCM2-7 

independientemente de la presencia o ausencia de daño en el ADN. Debido a que esta 

asociación no ocurre en la horquilla, debe implicar a los complejos MCM2-7 que son cargados 

en los orígenes de replicación y distribuidos por la cromatina. Esta población de helicasas está 

en exceso respecto al número de orígenes de replicación, lo que genera una incógnita sobre su 

funcionalidad conocida como la paradoja de los MCM2-7. Esta incógnita ha sido parcialmente 

resuelta al describirse un papel de estos complejos en la activación de orígenes durmientes en 

condiciones de estrés replicativo [58-60]. Es improbable que un defecto en la activación de 

orígenes tardíos o durmientes por la inactivación de Cdc7 explique la pérdida de MCM2-7, 

Rad51 o Rad52 en la cromatina replicada en presencia de MMS, ya que éstos son liberados de 

la cromatina conforme la replicación avanza, y por tanto, si hubiera algún efecto debería ser el 

contrario. Además, MCM2-7, Rad51 y Rad52 se mantienen unidos a la cromatina en el 

mutante mcm5-bob1 a pesar de la inactivación de la actividad quinasa de Cdc7 (Figura 2.3). 

Por el contrario, vemos que Cdc7 facilita la unión de Rad51 y Rad52 a los fragmentos de ssDNA 

que quedan tras la horquilla al promover su interacción con el exceso de helicasas MCM2-7. 

Debido a que Rad51 no se puede unir a las lesiones postreplicativamente [189], proponemos 

que MCM2-7, Rad51 y Rad52 pre-cargadas en G1 son reclutadas directamente a las lesiones de 
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ssDNA conforme las horquillas progresan a través de las lesiones bloqueantes, para 

posteriormente iniciar la reparación recombinacional (Figura 4.1). Una posibilidad es que la 

helicasa MCM2-7 funcione como una plataforma molecular que promueva la transferencia de 

las proteínas de recombinación desde las cromátidas parentales a las nacientes en respuesta a 

estrés replicativo. Es importante remarcar, no obstante, que los complejos MCM2-

7/Rad51/Rad52 están también presentes en ausencia de daños, lo que indica que son 

necesarios pero no suficientes para el proceso de carga. En conclusión, la incapacidad de las 

células que expresan Rad52 únicamente en G2/M de rellenar los huecos de ssDNA 

probablemente refleja la obligación de usar las proteínas de recombinación cargadas en G1.  

 

 

4.1 Modelo de regulación de la HR durante la DDT. La unión de Rad51/Rad52 a los fragmentos de 

ssDNA que quedan tras la horquilla requiere la interacción de estas proteínas de HR precargadas en G1 

con las helicasas MCM2-7.  

 

 

4.4 La carga de las proteínas de HR está separada temporalmente de su activación 

 

La actividad CDK separa temporalmente la carga de la helicasa MCM2-7 de su activación para 

asegurar que los orígenes se activen una única vez por ciclo celular. Así, la baja actividad CDK 

durante mitosis tardía y G1 permite la acumulación de un exceso de helicasas MCM2-7 como 

dobles hexámeros inactivos que se distribuyen a lo largo de la cromatina. Durante el resto del 

ciclo los niveles altos de CDK activan a MCM2-7 a la vez que inhiben la carga de más complejos 
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helicasa adicionales [16]. Sorprendentemente, Rad52 y Rad51 también se acumulan en G1 a 

pesar de que la HR está inhibida en esta fase por la falta de actividad CDK [175], y son 

liberados de la cromatina durante la fase S bajo condiciones normales, lo que sugiere que 

existen mecanismos que previenen que vuelvan a ser cargados al ADN replicado, a pesar de 

que en esta fase la actividad CDK promueve la HR. En el caso concreto de la respuesta a MMS 

CDK no es necesaria para la unión de Rad52/Rad51 a las lesiones de ssDNA pero si para la 

formación de SCJs y focos de Rad52 [189]. Por tanto, S. cerevisiae segrega la carga de las 

proteínas de recombinación de su activación. Esta estrategia facilitaría la unión de las 

proteínas de recombinación a los fragmentos de ssDNA generados durante el avance de la 

horquilla replicativa, y por tanto su reparación mediante mecanismos de TS libres de errores. 

En ausencia de daños Rad51 y Rad52 serían liberadas por la propia horquilla replicativa, 

probablemente utilizando la actividad helicasa de Rrm3 [55]. El objetivo de esta liberación 

sería probablemente evitar en las regiones replicadas los efectos genotóxicos asociados a los 

complejos dsDNA/Rad51 [249]. 

 

 

4.5 La fosforilación de S164 y S170 de Mcm2 mediada por Cdc7 regula la unión de 

Rad52 a las lesiones replicativas en el ADN 

 

La interacción de MCM2-7 con Rad51 y Rad52 promovida por Cdc7 es necesaria para la unión 

de estos factores de HR a los daños replicativos. El hecho que el mutante mcm5-bob1 suprima 

el requerimiento de actividad quinasa de Cdc7 para la formación del complejo (Figura 2.3), 

sugiere que la fosforilación por Cdc7 de la helicasa MCM2-7 regula la interacción de ésta con 

las proteínas de HR. De acuerdo con esto, el mutante mcm2AA, defectivo en la fosforilación de 

las serinas 164 y 170 de Mcm2, necesarias para la iniciación de la replicación y viable en 

presencia de la mutación mcm5-bob1, regula la unión de Rad52 al daño replicativo (Figura 

2.16). Además, el mutante fosfomimético mcm2EE suprime el defecto de cdc7-4 en la unión de 

Rad52 a los fragmentos de ssDNA (Figura 2.16). Dado que la integridad del complejo es 

necesaria para la unión de éste al daño replicativo, este dato sugiere que la fosforilación de 

S164 y S170 de Mcm2 es necesaria para su integridad. Sin embargo, mcm2AA no afecta a la 

unión de Mcm4 con Rad51 (dato no mostrado), aunque no podemos descartar que, al igual 

que cdc7-4, sólo esté afectando la unión de Mcm4 con Rad52, lo que sería consistente con la 

idea de que la interacción de MCM2-7 con Rad51 y Rad52 esté regulada por diferentes sitios 

de fosforilación dentro de la helicasa. De hecho, y consistente con la posibilidad de que la 

respuesta recombinacional a MMS este regulada por la fosforilación de varios residuos dentro 
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de MCM2-7 por Cdc7, el mutante mcm2AA a diferencia de cdc7-4 no presenta  defectos en la 

formación de SCJs (Figura 2.19) o en la reparación recombinacional de los daños replicativos 

(Figura 2.22). 

 

 

4.6 Cdc7 es necesario para la reparación recombinacional durante DDT 

 

La necesidad de la formación de un complejo MCM2-7/Rad51/Rad52 dependiente de Cdc7 

para la unión a la cromatina dañada de las proteínas de HR sugiere un papel de esta quinasa en 

la ruta recombinacional de DDT. Análisis genéticos previos de sensibilidad a MMS y luz UV 

colocaron a CDC7 y RAD5 en grupos epistáticos distintos [250]. Dado que Rad51 y Rad52 

cooperan con Rad6 y Rad5 en TS [212, 251], esos análisis sugerían que Cdc7 no está en la ruta 

de HR. De hecho, Cdc7 es necesario para TLS [199]. Sin embargo, estos estudios de sensibilidad 

a MMS también han demostrado que en respuesta a MMS, CDC7 opera en una ruta diferente a 

RAD30 y REV3, los cuales codifican las poliŵerasas de TL“ Polɻ Ǉ Polɺ, respectivaŵente [250]. 

Además, ĐdĐϳΔ exacerbera la sensibilidad a luz UV de un mutante de PCNA defectivo en 

ubiquitinación y sumoilación (pol30-K127R,K164R) [252], el cual, como hemos comentado en 

la introducción, es defectivo en TLS y TS dependiente de Rad5 pero responde al daño 

replicativo activando una ruta de HR independiente de ubiquitinación de PCNA. Por tanto, el 

defecto sinergístico en sensibilidad a daños replicativos del mutante ĐdĐϳΔ pol30-K127R,K164R 

sugiere un papel de DDK en HR. Nuestros datos moleculares y celulares demuestran que Cdc7 

es necesario para la formación de SCJs inducidas por MMS (Figura 2.18), cuya formación 

depende de Rad51 y Rad52  [210], así como para la reparación recombinacional de las lesiones 

replicativas de ssDNA (Figura 2.21). De hecho, la inactivación de Cdc7 una vez finalizada la 

replicación también genera defectos en la reparación recombinacional de las lesiones 

replicativas (Figura 2.21), lo que sugiere que Cdc7 tiene además un papel postreplicativo 

durante la reparación de estos daños. Estos defectos, sin embargo, no son suficientes para 

evitar que se complete la recombinación (Figura 2.23). Dado que la unión de Rad52 no es 

necesaria para que las lesiones de ssDNA/RPA se dirijan a los centros de reparación [189], por 

tanto, es posible que la carga de Rad52 en una proporción de las lesiones sea suficiente para 

nuclear las proteínas Rad52 y Rad51 necesarias para completar la reparación. 
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4.7 Asf1 y Rad53 regulan la unión de Rad52 en el daño replicativo 

Nuestros datos sugieren que las helicasas MCM2-7 operan como plataformas moleculares 

implicadas en la transferencia de los factores de recombinación de las cromátidas parentales a 

las nacientes en respuesta a estrés replicativo. Recientemente se ha demostrado que el 

dominio chaperona de Mcm2 facilita el reciclaje de las histonas parentales en la horquilla [76] 

y de acuerdo con esta función se han resuelto complejos Mcm2/H3/H4 2:2:2 y Mcm2/H3/H4 

1:2:2 [67]. Estos complejos coexisten con complejos 1:1:1:1 Mcm2/H3/H4/Asf1 [67], lo que 

implica también a la chaperona Asf1 en el proceso de reciclaje de histonas parentales. Dado 

que MCM2-7 regula la unión de Rad52 al daño replicativo y Rad51 y Rad52 interaccionan con 

las histonas H3 y H4 [253] proponemos un modelo especulativo (Figura 4.2) en el que los 

complejos MCM2-7/Rad51/Rad52 se transfieran desde las cromátidas parentales a las 

nacientes mediante el reciclaje de histonas parentales. De acuerdo con este modelo, nuestros 

datos muestran que Asf1 es necesario para la unión de Rad52 a las lesiones replicativas y para 

la formación de SCJs (Figura 3.1 y Figura 3.2). Sin embargo, estas funciones son independientes 

de su capacidad de unión a histonas (Figura 3.6), y en consecuencia, también de su papel en la 

acetilación de H3K56 (Figura 3.4). De hecho, defectos en el ensamblaje de histonas en el 

mutante cac1Δ rtt106Δ no afectan a la unión de Rad52 en presencia de MMS, aunque la mayor 

unión en ausencia de daño (Figura 3.3) sugiere que el ensamblaje de la cromatina y/o la 

integridad de esta jueguen un papel en la dinámica de unión de Rad52. 

 

Figura 4.2. Modelo especulativo de regulación de la HR durante la DDT. Los complejos MCM2-

7/Rad51/Rad52 serían transferidos desde las cromátidas parentales a las nacientes mediante el reciclaje 

de histonas parentales. 
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El papel de Asf1 en la unión de Rad52 tampoco parece estar asociado a su interacción 

con Rad53, la cual es independiente de histonas. Curiosamente, Rad53 también regula la unión 

de Rad52 al daño replicativo, pero por una vía independiente a su interacción con Asf1 (Figura 

3.7). Rad53 está implicado en la degradación del exceso de histonas solubles mediante su 

asociación con ellas en un complejo dinámico que es regulado por su actividad quinasa e 

independiente de su función en checkpoint [254]. Dado que las histonas solubles compiten con 

la maquinaria de HR en la unión al ADN e incluso son capaces de unirse a Rad51 y Rad52 

interfiriendo con la reparación [253], Rad53 podría estar regulando la unión de Rad52 a los 

daños replicativos a través de la regulación de los niveles de histonas. En conjunto, estos datos 

apuntan a un papel aún por definir de la cromatina en la unión de los complejos MCM2-

7/Rad51/Rad52 durante la DDT. 
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1. Rad51 y Rad52 interaccionan con las helicasas MCM2-7 que no se encuentran en la 

horquilla, tanto en ausencia como en presencia de daños en el ADN. La interacción de Rad51 

con MCM2-7 es independiente de Rad52. 

2. La actividad quinasa de Cdc7 es necesaria para la interacción de Mcm4 con Rad51 y Rad52, 

siendo este requerimiento suprimido por la mutación mcm5-bob1. 

3. MCM2-7, Rad51 y Rad52 presentan cinéticas similares de unión a la cromatina durante el 

ciclo celular: se acumulan en G1, se liberan de la cromatina conforme la fase S progresa, y en 

presencia de daños  inducidos por MMS se mantienen durante S/G2. 

4. La acumulación de Rad51 en la cromatina en G1 es independiente de la carga de MCM2-7, 

consistente con la ausencia de actividad quinasa de Cdc7 en G1 y la necesidad de ésta para la 

interacción. 

5. La actividad quinasa de Cdc7 es necesaria para mantener los niveles de proteína de MCM2-7 

y Rad51 que no están unidos a la cromatina. 

6. Las interacciones entre MCM2-7, Rad51 y Rad52 son necesarias para su unión en la 

cromatina replicada en presencia de daño replicativo.  

7. La fosforilación de las serinas 164 y 170 de Mcm2 mediada por Cdc7 es necesaria para la 

unión de Rad52 a las lesiones replicativas en el ADN. 

8. La actividad quinasa de Cdc7 es necesaria para la correcta reparación recombinacional de 

los daños inducidos por MMS. En concreto, una reducción de actividad Cdc7 causa defectos en 

la formación de uniones entre cromátidas hermanas y en el relleno por recombinación 

homóloga de las lesiones de ssDNA generadas durante la replicación de ADN alquilado. 

9. Asf1, mediante una función independiente de su capacidad de unirse a las histonas, y 

Rad53, mediante una función independiente de su papel en checkpoint y de su interacción con 

Asf1, regulan la unión de Rad52 al daño replicativo inducido por MMS. 

10. En conjunto, estos datos señalan a MCM2-7 como una plataforma molecular mediante la 

cual Cdc7 promueve la unión de moléculas de Rad51 y Rad52 precargadas en G1 a las lesiones 

de ssDNA generadas durante la replicación del ADN alquilado. Esta estrategia favorecería la 

reparación libre de errores sobre la mutagénica. En este proceso de unión a las lesiones de 

ssDNA participan, mediante mecanismos que aún desconocemos, los factores Asf1 y Rad53. 
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6.1 Estirpes  

 

Las estirpes de levadura utilizadas en esta tesis se muestran en la Tabla 5.1. La mayoría de las 

estirpes se obtuvieron mediante cruces genéticos. Para ello, las estirpes parentales haploides 

se cruzaron en medio rico YPAD y los diploides generados se seleccionaron en medios 

selectivos o se micromanipularon. Posteriormente, los diploides se sembraron en medio de 

esporulación para inducir la meiosis y las ascas se diseccionaron en un micromanipulador 

SINGER MK1 (Singer LTD) tras un tratamiento con zimoliasa a 2mg/ml durante 1 minuto.  El 

genotipo se determinó mediante réplicas en placas con diferentes medios selectivos, y el sexo 

analizando la capacidad de las esporas para forŵar diploides con las cepas Fϰ ;aͿ Ǉ Fϭϱ ;αͿ.  

 

ESTIRPE GENOTIPO 
REFERE

NCIA 
FIGURAS 

wcdc7asMCM4GFP
-4 

MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 can1-100 

his3-11,15 cdc7as3MYC MCM4GFP::URA 

ďarϭΔ::HisG can1-100 RAD5 

Esta tesis 2.1A-B; 2.2; 
2.4A; 2.5A-C; 
2.7A-B; 2.8A-B; 
2.12 

ǁcdcϳasradϱϮΔMC
M4GFP-3A 

MATa trp1-1 leu2-3,112 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 
can1-100 cdc7as3MYC radϱϮΔ::HYGMX4 

ďarϭΔ::HisG MCM4GFP::URA3 RAD5 

Esta tesis 2.1A 

wcdc7as3_2 MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

ĐdĐϳasϯMYC ďarϭΔ::HisG ĐaŶϭ-100 RAD5 

Esta tesis 2.1A-B; 2.2; 
2.3B; 2.12; 
2.21A-C 

wp4M4GFP-29C MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

cdc7as3MYC MCM4GFP::URA pep4Δ::ADE2 

ďarϭΔ::HisG ĐaŶϭ-100 RAD5 

Esta tesis 2.3A 

wcdc7asb1p4M4G
FP-15C 

MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

cdc7as3MYC MCM4GFP::URA mcm5/bob1 
pep4Δ::ADEϮ ďarϭΔ::HisG ĐaŶϭ-100 RAD5 

Esta tesis 2.3A; 2.8E-F 

wp4-14D MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

cdc7as3MYC pep4Δ::ADEϮ ďarϭΔ::HisG ĐaŶϭ-100 

RAD5 

Esta tesis 2.3A 

wbob1MCM4GFP-
4b 

MATa trp1-1 leu2-3,112 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 
can1-100 cdc7as3MYC mcm5/bob1 
MCM4GFP::URA3 

Esta tesis 2.3A;  

ǁďoďϭcdcϳΔMCM
4GFP-1b 

MATa trp1-1 leu2-3,112 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 
can1-100  mcm5/bob1 ĐdĐϳΔ::HIS3 ďarϭΔ::HisG 
MCM4GFP::URA3  RAD5 

Esta tesis 2.3A 

wRad52eGFP_1 MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

Rad52-eGFP::URA3  can1-100 RAD5 

Esta tesis  

wcdc7asMCM4HAR
52GFP-2A 

MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

Rad52-GFP ĐdĐϳas MCHϰHA::HISϯ ďarϭΔ::HisG 

can1-100 RAD5 

Esta tesis 2.4C-D; 2.7C-D; 
2.8C-D 

wGALCDC6MCM4G
FPcdc7as-11B 
 

MATa trp1-1 leu2-3,112 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 
can1-100 cdc7as3::MYC CDC6::TRP1::Galp-CDC6 
ďarϭΔ::HisG RAD5 

Esta tesis 2.5A-C 

w303R52MN-14B MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

Rad52MN::HIS3 ďarϭΔ::HisG can1-100 RAD5 

Esta tesis 2.9A-B; 2.10E; 
2.13B; 2.17B 
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wR52MNcdc7-4-2A MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

Rad52MN::HIS3 cdc7-ϰ ďarϭΔ::HisG ĐaŶϭ-100 

RAD5 

Esta tesis 2.9A-B; 2.10E; 
2.13B; 2.17B 

w303-1aR5 MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

can1-100 RAD5 
[189] 2.10A-C; 2.10F; 

2.11A; 2.20C; 
2.23A-B 

wcdc7-4-2b MATa leu2-3,112 TRP1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

cdc7-4 can1-100 RAD5 

Esta tesis 2.10A-C; 2.10F; 
2.11A; 2.20C; 
2.23A-B 

w303CAN-1B MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

RAD5 

Esta tesis 2.11B 

wcdc7-4CAN-8c MATa  leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-

11,15 cdc7-4 RAD5 

Esta tesis 2.11B 

wcdc7-
4MCM4GFP-2B 

MATa leu2-3,112 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 cdc7-

4 MCM4GFP::URA3  can1-100 RAD5 

Esta tesis 2.12 

BYmsb-11c Mata his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 met15Δ0 

RAD52MN::HIS3 ŵeĐϭΔ::NATMX4  
sŵlϭΔ::HYGMX4 ďarϭΔ::HYGMX4 

[189] 2.14 

BYbR52MNsml1-6A Mata his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 met15Δ0 

Rad52MN::HISϯ sŵlϭΔ::HYGMX4  
ďarϭΔ::HYGMX4 

[189] 2.14 

BYR52MNr5revs-
2B 

Mata his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 met15Δ0 

RAD52MN::HIS3 radϱΔ::HYGMX4  
radϯϬΔ::KANMX4  revϯΔ::HisG revϭΔ::HisG 

[189] 2.14 

BYbRad52MN-6A MATa hisϯΔϭ uraϯΔϬ leuϮΔϬ ŵetϭϱΔϬ RADϱϮ-

MN::HISϯ ďarϭ∆::HYGMX4 

 

[189] 2.14; 3.1A-B; 
3.3; 3.4A; 3.5; 
3.6 

wR52GFP-4c MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

RAD52-GFP can1-100 RAD5  
Esta tesis 2.20A 

PP544 MATa leu2-3,112 TRP1 ura3-1 ade2-1 GPO-

TK::URA3 Rad52-GFP cdc7-4 RAD5 

[188] 2.20A 

wcdc7-4w3775-2c MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

cdc7-4 RFA1-8ala_YFP RAD5 
Esta tesis 2.20B 

w3775-3c MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

RFA1-8ala_YFP can1-100 RAD5  
Esta tesis 2.20B 

BY167 MATalpha his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 

MCM2::URA3 
[29] 2.15 

BY169 MATalpha his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 
mcm2aa::URA3 

[29] 2.15 

BY167R52MN-2 MATalpha his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 

MCM2::URA3 Rad52MN::HIS3 

Esta tesis 2.16A 

BY169R52MN-4 MATalpha his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 
mcm2aa::URA3 RAD52-MN::HIS3 

Esta tesis 2.16A 

BY191R52MN-4 MATalpha his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 

mcm2ee::URA3 RAD52-MN::HIS3 
Esta tesis 2.16A 

BY167cdc7-
4R52MN 

MATalpha his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 

Rad52MN::HIS3 MCM2::KANMX4 cdc7(1-
391)::URA3::cdc7-4 

Esta tesis 2.16B 

BY191cdc7-
4R52MN-7 

MATaplha his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 

RAD52MN::HIS3 mcm2ee::KANMX4 cdc7(1-
391)::URA3::cdc7-4 

Esta tesis 2.16B 

w303sgs1 MATa trp1-1 leu2-3-112 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 

can1-100 sgsϭΔ::KANMX4 RAD5 

[189] 2.18 

wcdc7-4sgs1-1D MATa trp1-1 leu2-3,112 ura3-1 ade2-1 his3-11,15 
can1-100 sgsϭΔ::KANMX4 cdc7-4 RAD5 

Esta tesis 2.18 

BY167sgs1-3A MATa his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 Esta tesis 2.19 
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sgsϭΔ::KANMX4 MCM2::URAϯ ďarϭΔ::HYGMXϰ 

BY169sgs1-5B MATa his3Δ1 leu2Δ0 ura3Δ0 lys5Δ0 

sgsϭΔ::KANMX4 mcm2AA::URA3 ďarϭΔ::HYGMXϰ 
Esta tesis 2.19 

w167-3D MATa leu2-3,112 ura3-1 ade2-ϭ lysϱΔϬ 
MCM2::URA3 MCM4GFP::URA3 can1-100 RAD5 

Esta tesis 2.22 

w169-5D MATa leu2-3,112 ura3-1 mcm2aa::URA3 

MCM4GFP::URA3 RAD5 

Esta tesis 2.22 

BYbasf1R52MN-1B MATa hisϯΔϭ uraϯΔϬ leuϮΔϬ asfϭΔ::KANMXϰ 
RAD52-MN::HISϯ  ďarϭ∆::HYGMX4 
 

Esta tesis 3.1A-B 

BζsgsϭΔď MATa hisϯΔϭ uraϯΔϬ leuϮΔϬ sgsϭΔ::KANMXϰ  
ďarϭ∆::HYGMX4 
 

[189] 3.2 

BYasf1sg1-7c MATa hisϯΔϭ uraϯΔϬ leuϮΔϬ sgsϭΔ::KANMXϰ  
asfϭΔ::KANMXϰ ďarϭ∆::HYGMX4 

Esta tesis 3.2 

BYbcac1rtt106R52
MN-8A 

MATa hisϯΔϬ uraϯΔϬ leuϮΔϬ ĐaĐϭΔ::KANMX4 

rttϭϬϲΔ::KANMX4 RAD52-MN::HIS3 

ďarϭ∆::HYGMX4 

 

Esta tesis 3.3 

BYrtt101R52MN-
1C 

MATa hisϯΔϬ uraϯΔϬ leuϮΔϬ rttϭϬϭΔ::KANMX4 
RAD52-MN::HIS3  ďarϭ∆::HYGMX4 

Esta tesis 3.5 

BYrtt109R52MN-
7A 

MATa hisϯΔϬ uraϯΔϬ leuϮΔϬ ŵetϭϱΔϬ 
rttϭϬ9Δ::KANMX4 RAD52-MN::HIS3 
ďarϭ∆::HYGMX4 

Esta tesis 3.4A 

BYasf1V94RR5MN-
12C 

MATa hisϯΔϬ uraϯΔϬ leuϮΔϬ ŵetϭϱΔϬ  RADϱϮ-

MN::HIS3 asf1
V94R

_13MYC::HIS3 
Esta tesis 3.6 

BYs1R52MN-11C MATa hisϯΔϬ uraϯΔϬ leuϮΔϬ ŵetϭϱΔϬ  RADϱϮ-

MN::HISϯ sŵlϭΔ::HYGMX4 
Esta tesis 3.7A; 3.7C 

BYr53s1R52MN-8B MATa hisϯΔϬ uraϯΔϬ leuϮΔϬ ŵetϭϱΔϬ RAD52-

MN::HISϯ sŵlϭ∆::HYGMXϰ radϱϯΔ::NATMX4 
Esta tesis 3.7A; 3.7C 

BYasf1r53s1R52M
N-1B 

MATa hisϯΔϬ uraϯΔϬ leuϮΔϬ ŵetϭϱΔϬ 
Rad52MN::HIS sŵlϭ∆::HYGMXϰ asfϭΔ::KANMX4 

radϱϯΔ::NATMX4 

Esta tesis 3.7C 

MSY421R52MNH3
wt-2 

MATa hht1-hhfϭ∆ hhtϮ-hhfϮ∆ leuϮΔϬ uraϯΔϬ 
trpϭΔϬ hisϯΔϬ RADϱϮ-MN::HIS3 + (hht1-hhf1, 

CEN URA) 
 

Esta tesis 3.4B 

MSY421R52MNH3
K56R-2 

MATa hht1-hhfϭ∆ hhtϮ-hhfϮ∆ leuϮΔϬ uraϯΔϬ 
trpϭΔϬ hisϯΔϬ RADϱϮMN::HIS3 + (H3K56R, CEN 

TRP1) 
 

Esta tesis 3.4B 

wCMY156352MN-
5A 

MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 can1-100 

his3-11,15  RAD53::URA3::radϱϯΔ::HIS3 RAD52-

MN::HIS RAD5 

Esta tesis 3.7B 

wALRRR52MN-13B MATa leu2-3,112 trp1-1 ura3-1 ade2-1 can1-100 

his3-11,15  rad53ALRR::URA3::radϱϯΔ::HIS3 

RAD52-MN::HIS3 RAD5 

Esta tesis 3.7B 

Tabla 6.1 Estirpes de levadura 

 

Para etiquetar proteínas, generar quimeras, o reemplazar genes se siguió el protocolo 

descrito en [255]. Los fragmentos de ADN se amplificaron por PCR utilizando oligos con 

homología a la región a amplificar y al gen a reemplazar o etiquetar (Figura 6.1). La estirpe 

original se transformó con el ADN lineal resultante y se seleccionó el fenotipo deseado. Los 
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candidatos se comprobaron por  Southern blot y/o PCR usando oligos externos a la zona 

etiquetada o reemplazada (oligos en la Tabla 6.4). 

 

 

Figura 6.1. Representación esquemática de los procesos de construcción de estirpes basados en 

recombinación homóloga. (A) Deleción de un gen. (B) Etiquetado de una proteína. (C) Integración de 

una mutación. 

 

El plásmido pRS551-L120A,V181A (N. Hollingsworth, no publicado) se usó para 

reemplazar CDC7 por cdc7as3 en wcdc7as3-2. Para ello la estirpe silvestre se transformó con 

pRS551-L120A,V181A cortado con EcoRI, se creció en medio sin uracilo para seleccionar la 

integración y posteriormente en medio con ácido 5-fluoroacético para seleccionar las células 

que habían perdido una de las dos copias (Figura 6.1C). Los candidatos se confirmaron por 

Southern blot y secuenciación de ADN. Una estrategia similar se usó para generar la estirpe 

CAN1 en w303-1AR usando el plásmido pRS306CAN1 cortado parcialmente con HindIII. Las 

estirpes BY167cdc7-4R52MN y BY191cdc7-4R52MN se construyeron mediante la integración 

del vector pRS306cdc7-4 cortado parcialmente con NsiI en BY167R52MN y BY191R52MN y 

posterior selección de los candidatos termosensibles. Las quimeras Rad52-MN y Mcm4-EGFP 

en las estirpes MSY421 y wcdc7as3-2 se construyeron clonando en los extremos 

carboxiterminal de RAD52 y MCM4 de las estirpes MSY421R52MNH3wt-2, 
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MSY421R52MNH3K56R-2 y wcdc7asMCM4GFP-2 las etiquetas MN y EGFP, respectivamente 

[232](Figura 6.1B). 

  

 

6.2 Plásmidos 

 

Para la obtención y propagación de plásmidos se utilizó la estirpe de E.coli DHϱα: f-endA1 

gyr9ϲ hsdRϭϳ ∆laĐUϭϲ 9 (f80lacZ∆M15) recA1 relA1 supE44 thi-1 [256]. Los plásmidos 

utilizados en esta tesis se muestran en la Tabla 5.2. 

 

PLÁSMIDO Marcadores más relevantes Referencia 

pWJ1344 CEN, LEU, RAD52::YFP::CYCt R.Rothstein, 

Columbia 

University 

pFA6a-MN-HIS3MX6 vector de marcaje con MN con el marcador HIS3 [232] 

pKT209 vector de marcaje con EGFP con marcador caURA3 [257] 

pRS306-SU CEN, URAϯ , leuϮΔϯ’::leuϮΔϱ’ [258] 

pFA6KanMX4 vector de expresión del marcador de resistencia a 

kanamicina 

[259] 

pAG32 vector de expresión del marcador de resistencia a 

hygromicina 

[260] 

pAG25 vector de expresión del marcador de resistencia a 

nourseotricina  

[260] 

pRS551-L120A,V181A vector integrativo que contiene cdc7-L120A,V181A-myc9 

con marcador URA3 

N. 

Hollingsworth 

pRS416CDC7 vector centromérico de expresión de CDC7 con marcador 

URA3 

Esta tesis 

pRS306CAN1 vector integrativo que contiene el gen CAN1 con marcador 

URA3 

Esta tesis 

pRS306cdc7-4 vector integrativo que contiene un fragmento de cdc7-4 Esta tesis 

Tabla 6.2. Plásmidos 

 

El plásmido pRS416CDC7 se construyó insertando en las dianas NotI-XhoI de pRS416 un 

fragmento de PCR que contiene el gen CDC7. El plásmido pRS306CAN1 se construyó 

insertando en las dianas XhoI-XbaI de pRS306 un fragmento de PCR de 1773 pb CAN1 que 

contiene la región silvestre a la mutación can1-100. El plásmido pRS306cdc7-4 se construyó 

insertando en las dianas  XhoI-XbaI de pRS306 un fragmento de PCR de  1775 pb de CDC7 que 

contiene la mutación cdc7-4, la cual se confirmó por secuenciación. 

 

5.3 Medios y condiciones de crecimiento 
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Las estirpes de levaduras se incubaron a 30oC (excepto en los casos especificados que se 

crecieron a 26oC) tanto en placa como en cultivo líquido con agitación horizontal constante. 

Los medios de cultivo rico (YPAD y YPAG), mínimo sintético (SDc), mínimo complementado 

(SMM) especificando los aminoácidos o bases omitidas (p. ej. SMM-leucina) y de esporulación 

(SPO) se prepararon de acuerdo a [261] (ver Apéndice). 

Las estirpes de bacteria se incubaron a 37oC en medio rico (LB). 

 

6.4 Transformación de células 

 

6.4.1 Transformación de bacterias 

 

Se mezclaron 100 µl de células competentes de E.coli DHϱ α preparadas según [262]  con 50-

100 ng de ADN y se incubaron en hielo durante 30 min. A continuación las células se 

sometieron a un choque térmico de 42oC durante 1 min seguido de 2 min en hielo. 

Posteriormente se añadió a las células 1 ml de LB y se incubaron durante 45 min a 37oC. 

Finalmente, las células se recogieron por centrifugación y se sembraron en LB+Ampicilina. 

 

6.4.2 Transformación de levaduras 

 

Las estirpes de levadura se transformaron siguiendo el método descrito en [261] a partir de 5 

ml de cultivo en fase exponencial. Las células se lavaron con acetato de litio (AcLi) 100 mM, se 

recogieron por centrifugación y se mezclaron con PEG4000 al 50%, AcLi 100 mM, ADN 

desnaturalizado de esperma de salmón a 2mg/ml y 0,1-10 µg de ADN. Tras incubarlas a 30oC 

durante 30 min, las células se sometieron a un choque térmico a 42oC durante 20 min. 

Posteriormente, se lavaron y sembraron en el medio selectivo pertinente, salvo en aquellos 

casos en los que se transformaron con marcadores de resistencia a drogas, en cuyo caso se 

incubaron en YPAD 2 horas antes de ser lavadas y sembradas. 

 

6.5 Sincronización de cultivos de levaduras 

 

Las células se sincronizaron en G1 con factor α a partir de cultivos de SMM en fase exponencial 

(D.O660 = 0,3-0,5), a los que se les añadió factor α dos veces en intervalos de 60 min a 2 µg/ml 

en el caso de estirpes BAR1 y 0,25 µg/ml en el caso de las estirpes bar1∆. Para liberar las 

células del bloqueo de G1, éstas se lavaron 3 veces y se resuspendieron en medio fresco con 

pronasa a 50 µg/ml en presencia o ausencia de agentes genotóxicos. 
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6.6 Análisis de viabilidad y sensibilidad a daños en el ADN 

 

La viabilidad y sensibilidad a agentes genotóxicos de las estirpes de levadura se determinó 

mediante ensayos de gotas con diluciones seriadas (factor de dilución de 10) a partir del 

mismo número de células de cultivos en fase exponencial. Para ello, el número de células se 

determinó mediante contaje con una cámara Burker. A continuación, se sembraron 5 µl de 

cada concentración en placas de SMM con y sin los correspondientes agentes genotóxicos, a 

las concentraciones indicadas.  

 

6.7 Extracción de ADN genómico de levaduras 

 

6.7.1 Extracción estándar para Southern blot, PCR y ChEC 

 

La extracción de ADN plasmídico de E.coli se realizó siguiendo el método descrito en [263] a 

partir de cultivos crecidos en LB+Ampicilina. 

 El ADN para el análisis mediante ChEC se extrajo siguiendo el protocolo de Miniprep de 

ADN de levadura descrito en [261] con las siguientes modificaciones. Las células tratadas 

mediante ChEC de un cultivo de 50 ml se recogieron por centrifugación, se resuspendieron en  

320 µl  de sorbitol 0,9M, EDTA 0,1M, Ϭ,ϭ% β-mercaptoetanol y se incubaron  1 hora a 37oC con 

10 µl de zimoliasa 20T a 15 mg/ml. Los esferoplastos se recogieron y resuspendieron en 370 µl 

de Tris 50 mM, EDTA 20mM pH 8 y se incubaron con 16 µl de SDS 10% durante 30 minutos a 

65oC. A continuación, se precipitaron las membranas añadiendo 85 µl de acetato sódico 5M e 

incubando en hielo durante 1h. Posteriormente, se centrifugó  y el sobrenadante se precipitó 

con 2,5 volúmenes de etanol 96%. El ADN precipitado se resuspendió en 300 µl de TE y se 

incubó 30 min a 37oC con 2 µl de RNasa A 10 mg/ml. Tras la incubación, el sobrenadante se 

mezcló con 1 volumen de fenol:cloroformo:isoamílico 25:24:1 y se pasó la fase superior a un 

nuevo tubo. Se volvió a precipitar con etanol 96%, se lavó con etanol 70% y el ADN se 

resuspendió en  100 µl de TE 1X. Este protocolo se utilizó también para el análisis de ADN por 

Southern blot y PCR. 

  

6.7.2 Extracción para análisis de intermediarios replicativos por ChEC/2D 

 

Para el análisis de intermediarios replicativos de células tratadas por ChEC el ADN se extrajo 

mediante el protocolo de columnas de intercambio iónico [189]. Las células tratadas mediante 

ChEC de un cultivo de 300 ml se lavaron primero con 5 ml de agua bidestilada y 

posteriormente con 5 ml de TE 1X. Posteriormente las células se resuspendieron en 4 ml de 
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tampón ζϭ ;ϭ M sorďitol, ϭϬϬ ŵM EDTA pH ϴ, ϭϰ ŵM β-mercaptoetanol) y se incubaron con 

ϮϱϬ ʅl de ziŵoliasa a ϱϬ ŵg/ŵl durante ϭ h a ϯϬoC. Posteriormente se centrifugaron 10 min a 

5000 g a 4oC, y el precipitado se resuspendió en 5 ml de tampón G2 (800 mM guanidina HCl; 30 

mM TrisCl, pH 8,0; 30 mM EDTA, pH 8,0; 5% Tween-20; 0,5% Triton X-100) y  se incubó con 100 

ʅl de proteinasa K a Ϭ,ϯ ŵg/ŵl a ϱϬoC durante 35 min. Posteriormente, las muestras se 

centrifugaron 10 min a 5000 g y 4oC y los sobrenadantes se pasaron a tubos nuevos donde se 

les añadió 5 ml de tampón QBT (750 mM NaCl, 50 mM MOPS  pH 7,0, 15% isopropanol, 0,15% 

Triton X-100) antes de pasarlas mediante flujo gravitacional a través de columnas de 

intercambio aniónico (QIAGEN Genomic Tip 100/G) previamente equilibradas con 4 ml de 

tampón QBT. Las columnas se lavaron con 7,5 ml de tampón QC0,8 (800 mM NaCl, 50 mM 

MOPS  pH 7,0, 15% isopropanol) dos veces y se eluyeron con 5 ml de tampón QF (1,25 M NaCl, 

50 mM Tris-Cl pH 8,5, 15% isopropanol) previamente atemperado a 50oC. A cada muestra se le 

añadió 3,5 ml de isopropanol, se mezcló con suavidad y se centrifugó a 8000 g 25 min a 4oC. El 

ADN precipitado se lavó con Ϯ ŵl de etanol a ϳϬ% Ǉ finalŵente se resuspendió en ϮϱϬ ʅl de 

Tris-HCl 2 mM pH 8.  

 

6.7.3 Extracción para análisis de intermediarios replicativos 

 

Para el análisis de intermediarios replicativos mediante geles bidimensionales, el ADN se aisló 

mediante el protocolo G2/CTAB [264]. Se partió de cultivos de 100 ml parados con azida sódica 

al 0,1% y enfriados en hielo. Tras centrifugar y lavar con agua, las células se resuspendieron en 

2,4 ml de tampón de esferoplastos (1 M sorbitol, 100 mM EDTA, 2 mM Tris-HCl pH 8, 0,1% v/v 

β-mercaptoetanol, 20 U de zimoliasa/ml) y se incubaron primero a 30oC durante 20 min y 

posteriormente a 37oC durante 25 min. Los esferoplastos se recogieron por centrifugación y se 

resuspendieron cuidadosamente en 1,125 ml de solución G2 (800 mM guanidina HCl, 30 mM 

Tris-HCl pH 8,0, 30 mM EDTA pH 8,0, 5% Tween-20, 0,5% Triton X-100). Tras resuspender las 

muestras, se les añadió RNasa A a 10 mg/ml y proteinasa K a 20 mg/ml y se incubaron a 50oC 

35 min. Tras centrifugar a 8500 rpm 10 min a 6oC, el sobrenadante se transfirió a un tubo 

nuevo al que se añadió 1 volumen de cloroformo:isoamílico (24:1) a temperatura ambiente, y 

la mezcla se homogenizó con cuidado. Tras centrifugar, el sobrenadante se mezcló con 2,5 

volúmenes de solución II (1% p/v CTAB (cetil-trimetil-amonio-bromuro), 50 mM TrisHCl pH 7,6, 

10 mM EDTA pH 8) y se centrifugó 10 min a 8500 rpm. El precipitado se resuspendió en 1 

volumen de solución III (1,4 M NaCl, 10 mM TrisHCl pH 7,6, 1 mM EDTA pH 8) y 0,2 ml de NaCl 

2,5 M, y se volvió a precipitar con un volumen de isopropanol. Tras centrifugar 10 min a 13.000 



 MATERIALES Y MÉTODOS 

 

83 
 

rpm, el ADN precipitado se lavó con etanol 96% y se resuspendió en Tris-HCl 250 mM pH 8. 

Posteriormente se analizaron las muestras en geles bidimensionales (ver apartado 5.9). 

 

6.8 Análisis de reclutamiento de proteínas al ADN mediante Corte Endógeno de 

Cromatina (ChEC) 

 

El ensayo ChEC se realizó de acuerdo a [232] a partir de 50 ml de cultivo a (D.O660 = 0.4-0.6) por 

punto. Tras parar las células con azida sódica al 0,1%, se lavaron una vez con agua bidestilada y 

3 veces con 1 ml de tampón A-PBPi (15mM Tris-HCl pH 7,4, 80 mM KCl, 2mM EDTA, 0,2 mM 

espermina, 0,5 mM espermidina, 1 mM PMSF, 1mM benzamidina, 10 g/ml quimiostatina, 10 

g/ml  pepstatina A, 10 g/ml hemisulfato de leupeptina). Tras los lavados, las células se 

resuspendieron en ϲϬϬ ʅl de taŵpón Ag-PBPi-Digitonina 0,1% (15 mM Tris-HCl pH 7,4, 80 mM 

KCl, 0,1 mM EGTA, 0,2 mM espermina, 0,5 mM espermidina, 1mM PMSF, 1 mM benzamidina, 

10 g/ml  quimiostatina, 10 g/ml  pepstatina A, 10 g/ml hemisulfato de leupeptina, 0,1% 

digitonina). Tras preincubar 5 min a 30oC, se añadió CaCl2 a una concentración final de 2 mM 

para activar la MNasa. Las reacciones se pararon a diferentes tiempos con 600 l de solución 

STOP 2X (400 mM NaCl, 20 mM EDTA, 4 mM EGTA, 0,2 mg/ml glicógeno). Posteriormente se 

extrajo el ADN genómico total de forma estándar (ver apartado 5.7.1) y se sometió a 

electroforesis en un gel de agarosa al 0,8% en TAE y 0,4 mg/ml EtBr durante 80 min a 90 V. Los 

geles se escanearon en un aparato FujiFilm FLA 5100 y los perfiles de digestión se cuantificaron 

mediante el software Image Gauge de Fuji. 

Para el análisis de intermediarios replicativos (ChEC/2D) se partió de 300 ml de cultivo por 

punto, escalando correspondientemente los volúmenes.  Tras parar la reacción de la MNasa 

con solución de STOP, el ADN se extrajo con columnas de intercambio aniónico (ver 5.7.2) y se 

analizó mediante geles bidimensionales (ver 5.9). 

 

6.9 Análisis de intermediarios replicativos en geles bidimensionales 

 

6.9.1 Restricción de ADN 

 

El ADN extraído se digirió durante 6 h en un volumen de 500 l con las enzimas de restricción 

EcoRV y HindIII. Transcurrido este tiempo el ADN de la reacción se precipitó con 600 l de 

isopropanol, se lavó con EtOH 70% y se resuspendió en 20 l de TE 1X con tampón de carga. 

  

6.9.2 Electroforesis bidimensional 
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Los intermediarios replicativos se resolvieron mediante electroforesis en geles bidimensionales 

neutro/neutro [265]. La primera dimensión se llevó a cabo en geles de agarosa 0,4 % en TBE 

1X, a temperatura ambiente y 40 V durante 22 h. El gel se tiñó con 0,34  g/ml de EtBr en Tris-

HCl 0,01 M pH 7,5 durante 30 min y se recortó la banda (aproximadamente de 10 cm) que 

comprendía los fragmentos de ADN entre 2,5-13 Kb. Estos fragmentos de ADN se resolvieron 

en la segunda dimensión a 140V durante 14 h en geles de agarosa al 1,1 % en TBE 1X con 0,34 

g/ml de EtBr a 4oC y con recircularización del tampón. Posteriormente, los geles se 

transfirieron a membranas Hybond XL y los intermediarios replicativos (IRs) se detectaron 

mediante hibridación con sondas específicas generadas mediante PCR con los oligos 

ForA305ARS y RevA305ARS (sonda A) y ForOri305ARS y RevOri305ARS (sonda Ori) (oligos en 

Tabla 6.4). 

 

6.10 Análisis de fragmentos de ADN por Southern blot 

 

6.10.1 Transferencia alcalina de ácidos nucleicos a membranas 

 

Tras separar mediante electroforesis el ADN digerido con enzimas de restricción, los geles de 

agarosa se incubaron en una solución de HCl 0,25 M durante 10 min tras los cuales se lavaron 

con agua y se trataron con solución de desnaturalización (1,25 M NaCl y 0,5 M NaOH) durante 

30 min. El ADN se transfirió por capilaridad en solución de desnaturalización a una membrana 

de nylon Hybond XL (Amersham). Posteriormente, el ADN se fijó covalentemente a la 

membrana irradiándola por ambos lados con luz ultravioleta (70000 µJ/cm2), y la membrana se 

lavó con SCC 2X (0,03 M NaCl, 0,04 M citrato sódico pH 7). 

 

6.10.2 Hibridación de ADN 

 

Las membranas obtenidas en el apartado anterior se hibridaron con sondas de ADN 

radiactivas. Para el ŵarcaje de las sondas con α-P32-dCTP, se mezclaron 100 ng de ADN 

desnaturalizado con 1 mM de hexanucleótidos de secuencias generadas al azar, una mezcla de 

dATP, dGTP, dTTP 0,5 mM, 25 µCi de P32-dCTP y 2U de ADN polimerasa Klenow. La mezcla se 

incubó 1 h a 37oC y los nucleótidos no incorporados en la reacción se eliminaron mediante 

columnas de Sephadex-G50. Las membranas se prehibridaron 30 min a 65oC en solución de 

hibridación (0,25 M Na2POH4, 7% SDS, 1 mM EDTA pH 7,2) con agitación constante. La 

hibridación se realizó durante 12-16 h a 65oC incubando la membrana en la solución anterior 

con la sonda radiactiva previamente desnaturalizada. Tras la hibridación, el filtro se lavó dos 

veces con solución de lavado (0,1X SSPE, 5 mM EDTA, 0,5% SDS) a temperatura ambiente 
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durante 5 min, y una vez a 65oC durante 1 h. En caso necesario, las membranas se 

deshibridaron lavándolas 3 veces con 0,1% SDS y 0,1% SSPE a 90-100oC. 

  

6.10.3 Cuantificación de señales 

 

La señal radiactiva se detectó exponiendo las membranas a pantallas PhosphorImager (Fuji) 

que se escanearon en un analizador de radiación FujiFilm FLA 5100. La cuantificación de la 

señal se realizó con el software Image Gauge de Fuji. 

 

6.11 Análisis de proteínas 

 

6.11.1 Extracción de proteínas  

 

La extracción de proteínas se llevó a cabo según [266] con las siguientes modificaciones. Las 

células correspondientes a 10 ml de cultivo (D.O660 ≈ϭͿ se lavaron con agua y el pellet se 

congeló en nitrógeno líquido. Para la extracción, se le añadieron al pellet 200 µl de TCA 10% 

frío y el mismo volumen de perlas de vidrio (Sigma) y se agitó con vórtex 7x10 segundos con 

intervalos de 50 segundos en hielo. Se recogió el sobrenadante, el cual se mezcló con el 

sobrenadante resultante de lavar las bolas con TCA 5%. Tras centrifugar, el precipitado se 

resuspendió en tampón Laemli 2X y el pH se neutralizó con Tris base 1M. Las muestras se 

incubaron 5 min a 100oC, se centrifugaron y el sobrenadante se pasó a un tubo nuevo. 

 

6.12.2 Fraccionamiento de cromatina 

 

Los fraccionamientos de cromatina se realizaron según [267] con algunas modificaciones. Las 

células correspondientes a 15 ml de cultivo (D.O660 ≈ϭ) se lavaron con solución fría 0,1 mM Tris 

pH 9,4 y 10 mM DTT, el pellet se resuspendió en 1 ml de la misma solución y se incubó 15 min 

en hielo. Posteriormente, las células se lavaron con 1 ml de tampón de esferoplastos frío (20 

mM HEPES pH 7,4, 1,2 M sorbitol e inhibidores de proteasas 1x (COMPLETE EDTA free, Roche), 

se resuspendieron en 1 ml del mismo tampón con 210 µg de zimoliasa 20T y se incubaron 1 h a 

30oC. A continuación se centrifugaron 1 min a 1000 rpm y el pellet se lavó dos veces con 

tampón de lavado frío  (20 mM Tris pH 7,4, 20 mM KCl, 1 M sorbitol, 0,1 µM espermina, 0,25 

µM espermidina e inhibidores de proteasas). Tras los lavados los esferoplastos se 

centrifugaron, se resuspendieron en tampón de rotura (20 mM Tris pH 7,4, 20 mM KCl, 1 M 

sorbitol, 0,1 µM espermina, 0,25 µM espermidina, 1% tritón X-100 e inhibidores de proteasas 

1x), y se mantuvieron en hielo durante 5 min. Una vez lisadas las células, se apartaron 80 µl de 
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muestra total y el resto se centrifugó a 13000 rpm a 4oC durante 15 min. Tras la centrifugación 

se retiraron 160 µl del sobrenadante y el pellet se resuspendió en 80 µl de agua, constituyendo 

la fracción enriquecida en cromatina. Las fracciones total, soluble y enriquecida en cromatina 

se mezclaron con buffer SDS 4X en el momento  (0,06 M Tris pH 6,8, 20% glicerol, 2% SDS, 5% 

β-mercaptoetanol) y se hirvieron durante 5 min. 

 Para el análisis por western blot se cargaron volúmenes similares para cada tiempo de 

la cinética. Para los controles de enriquecimiento se cargaron relaciones celulares equivalentes 

de las fracciones de cromatina (2 µl) y soluble (20 µl). 

 

6.11.3 Co-inmunoprecipitación 

 

Para estudiar la interacción entre proteínas por coinmunoprecipitación se partió de cultivos de 

100 ml de células (D.O660=0,75) que se lisaron en un Multi Beads Shocker (Yasui Kikai) a 4oC con 

700 µl de NP40 tampón de lisis (50 mM Tris pH 7,5, 150 mM NaCl, 1% NP40, 1mM PMSF, 2 mM 

de DTT e inhibidores de proteasas 1X (COMPLETE EDTA FREE, Roche)) y el mismo volumen de 

bolas de vidrio durante 40 min con pulsos de 30 seg a 3000 rpm y 30 seg de parada. A 

continuación se recogió el lisado  y se centrifugó 5 min a 1000 g. El sobrenadante se pasó a un 

tubo nuevo y se volvió a repetir este paso. Tras este paso el sobrenadante se pasó a un tubo 

siliconizado Ultra Clear (Axygen), se añadió  tampón MN (10X: 150 mM Tris HCl pH 8, 500 mM 

NaCl, 14  mM CaCl2, 2 mM EDTA pH 8, 2 mM EGTA pH 8) a una concentración final 1X y 2,5 U 

de Micrococal MNasa (Sigma) ó tampón benzonasa (10X: 500 mM Tris pH 8, 10 mM MgCl2) y 

25 U de bensonasa (Sigma) y se incubó a 37oC durante 20 min. Tras la incubación el lisado  se 

centrifugó a 16000 g durante 15 min a 4oC  y el sobrenadante se pasó a un nuevo tubo 

siliconizado. A continuación se cuantificaron las muestras para determinar la concentración de 

proteínas con Bradford. Se incubaron entre 12000-16000 µg de proteínas de cada muestra 

O/N a 4oC con 100 µl de bolas magnéticas GFP-Trap (Chromotek) al 20% en tampón de lisis (50 

mM Tris pH 7,5, 150 mM NaCl, 1% NP40), reservándose entre 100-200 µg proteínas como 

control de carga total, la cuales se desnaturalizaron a 100oC durante 5 min tras añadirle 

tampón de carga Laemli 1X. Tras la incubación O/N, las bolas magnéticas se lavaron 5 veces 

con un 1 ml de tampón de lisis (50 mM Tris pH 7,5, 150 mM NaCl, 1% NP40), se secaron, se les 

añadió 40 µl de tampón de carga Laemli 1X y se desnaturalizaron a 100oC durante 5 min. Para 

su detección mediante western blot se cargó 20 µl de los inmunoprecipitados y 25 µg de 

proteína total. 

 

6.11.4 Detección y cuantificación de proteínas mediante western blot 
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Las proteínas se separaron en geles de SDS-poliacrilamida (acrilamida-bisacrilamida 29:1) [261] 

al 8% (Mcm4-GFP, Rad51, Rad52, Rad53) ó 15 % (H4, PGK1) a 170 V durante 60-90 min. Como 

marcador de tamaño de proteínas se utilizó gTPbio (Bioline). Posteriormente, los geles se 

transfirieron a membranas de nitrocelulosa Hybond-ECL (GE Healthcare) para Mcm4-GFP, 

Rad51, Rad52, H4, PGK1  o PVDF (Millipore) para Rad53, mediante transferencia húmeda con 

el sistema Mini Trans-Blot (BioRad). La transferencia se realizó durante 1 h a 80 V (Mcm4-GFP, 

Rad51, Rad52, Pgk1 y H4) ó 14 h a 40 V (Rad53) en tampón de transferencia (0,025 M Tris 

base, 0,192 M glicina pH 8,3, 20% metanol). Para comprobar la  eficiencia de la transferencia la 

membrana se tiñó con Ponceau S (0,1% p/v en 5% ácido acético). 

 Para la inmunodetección de las proteínas, las membranas se trataron con solución de 

bloqueo (5% leche para Mcm4GFP, Rad51, Rad52, H4 y Pgk1; ó 5%  de albúmina de suero 

bovino (BSA) para Rad53) en TBS-Tween 0,1% durante 2 h a RT y agitación suave. 

Posteriormente la membrana se incubó con la dilución de anticuerpo primario 

correspondiente (ver tabla 6.3) durante toda la noche a 4oC. A continuación las membranas se 

lavaron con TBS-Tween 0,1% y se incubaron durante 2 h con el anticuerpo secundario 

correspondiente.mPara revelar la señal se utilizó el sistema de detección de 

quimioluminiscencia ECL Prime western blotting detector (GE Healthcare).  

  

NOMBRE REFERENCIA DESCRIPCIÓN DILUCIÓN SECUNDARIO 

JL-living 
colors 

632381 
(Clontech) 

Anticuerpo 
monoclonal de 
ratón contra GFP, 
eGFP e YFP 

1:1000 Antiratón 1:2000 

Anti-Rad51 sc-33626 Anticuerpo 
policlonal de 
conejo contra 
Rad51 

1:400 (total) ó 1:50 
(inmunoprecipitado) 

Anticonejo 
1:15000 

Anti-H4 ab10158 Anticuerpo 
policlonal de 
conejo contra H4 

1:1000 Anticonejo 
1:10000 

Anti-PGK1 22C5D8 
(Invitrogen) 

Anticuerpo 
monoclonal de 
ratón contra Pgk1 

1:10000 Antiratón 
1:20000 

Anti-Rad53 sc- 6749 Anticuerpo 
policlonal de 
cabra contra 
Rad53 

1:300 Anticabra  
1:10000 

Anti-Rad52 sc-50445 Anticuerpo 
policlonal de 
conejo contra 
Rad52 

1:100 Anticonejo 
1:10000 

Tabla 6.3 Anticuerpos primarios 
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Las señales se detectaron revelando las membranas en el analizador ChemiDoc Image System. 

La cuantificación de la señal se realizó con el software Image Lab. 

 

6.12 Ensayo de actividad quinasa in situ 

 

La reacción de autofosforilación de Rad53 se llevó a cabo según [268]. Los extractos de 

proteínas se corrieron en un gel SDS-poliacrilamida 10% y se transfirieron a membrana de 

PVDF (Immobilon-P Millipore) (ver apartado 5.12.3). Seguidamente las membranas se 

sometieron a un protocolo de desnaturalización/renaturalización. La desnaturalización se llevó  

cabo en 7M guanidina-HCl, 50 mM ditiotreitol (DTT), 2 mM EDTA, 50 mM TrisHCl pH 8, a 

temperatura ambiente durante 1 h. Las membranas se lavaron con TBS antes de la 

renaturalización. La renaturalización se realizó a 4oC durante 12-18 h en 2 mM EDTA, 0,04% 

Tween-20, 10 mM TrisHCl pH 7,5, 140 mM NaCl, 1% BSA. Posteriormente, las membranas se 

lavaron y equilibraron con tampón quinasa (1 mM DTT, 0,1 mM EGTA, 20 mM MgCl2, 20 mM 

MnCl2, 40 mM HEPES-NaOH pH 8, 100 ʅM ortovanadato de sodio). La reacción de 

autofosforilación se llevó a caďo incuďando las ŵeŵďranas con ϭϬ  ʅCi/ŵl de  [ɶP32 ]ATP en 

tampón quinasa durante 1 h. Por último, las membranas se lavaron sucesivamente con 30 mM 

Tris-HCl pH 7,5, 30 mM Tris-HCl 7,5 y 0,1 % NP40, TCA 10 %  y H2O bidestilada, se secaron y 

expusieron a una pantalla PhosPhorImager, la cual se escaneó en un analizador de radiación 

FujiFilm FLA 5100. 

 

6.13 Citometría de flujo 

 

El análisis del contenido de ADN se llevó a cabo mediante citometría de flujo [269].  Las células 

se recogieron en las condiciones experimentales correspondientes, se fijaron con etanol 70%, 

se lavaron con PBS 1X, se resuspendieron en 100 µl de PBS con RNasa A a 100 µg/ml y se 

incubaron toda la noche a 37oC. Posteriormente, las muestras se lavaron con PBS 1X, se 

resuspendieron en PBS 1X con yoduro de propidio a 5 µg/ml y se incubaron en oscuridad a 

temperatura ambiente al menos 1 h. Las muestras se sonicaron durante 3 segundos con 

amplitud 10% y se analizaron en un FACScalibur (Becton Dickinson). 

 

6.14 Análisis de células con gema 

 

Para el análisis del porcentaje de células con gema las células recogidas en las condiciones 

experimentales correspondientes se fijaron con etanol 70%. Posteriormente se lavaron con 
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PBS 1X y se resuspendieron en 100 µl de PBS 1X. Se analizaron 100 células de cada punto por 

observación al microscopio. 

 

6.15 Análisis de focos de Rad52-YFP y Rfa1-YFP 

 

Para estimar el porcentaje de células con focos de reparación, las muestras se fijaron 

previamente según [270]. Para ello se tomó 1 ml de cultivo y se centrifugó 1 min a 16000 g. El 

precipitado se resuspendió en 1 ml de formaldehido al 2,5% en tampón fosfato 0,1 M pH 6,4 

durante 10 min. Posteriormente se hicieron 2 lavados con tampón fosfato pH 6,6, se 

resuspendieron en tampón fosfato pH 7,4, y se guardaron a 4oC hasta el momento de su 

análisis al microscopio. Para la observación al microscopio, las células se permeabilizaron con 

etanol 80% durante 10 min, se centrifugaron y resuspendieron en DAPI 1 µg/ml en agua 

bidestilada, y los focos de  Rad52 o Rfa1 fusionados a proteínas fluorescentes se analizaron 

mediante microscopía de fluorescencia [234, 236] en un microscopio LEICA CTR6000 con el 

filtro Lϱ ;ʄ eǆcitación ϰϴϬnŵ; ʄ eŵisión ϱϮϳͿ. En el caso de que la quimera Rad52-YFP no 

estuviera intregrada en el genoma de las estirpes, las células se transformaron con el plásmido 

pWJ1344. El porcentaje de células con foco se determinó mediante observación directa.  

 

6.16 Ensayos de recombinación genética 

 

Para estudiar la frecuencia de recombinación homóloga se utilizó el sistema genético SU, el 

cual se basa en repeticiones invertidas de dos alelos truncados del gen LEU2 que comparten un 

fragmento interno de 0,6 kb de homología [258]. Mediante recombinación entre los dos alelos 

truncados se genera una copia silvestre de LEU2. La frecuencia de recombinantes (Leu+) se 

determinó calculando la media de varios test de fluctuación, realizados con al menos 3 

transformantes (plásmido pRS316-SU) independientes. Cada test calcula la frecuencia de 

recombinación con la mediana de los valores obtenidos a partir de seis  colonias 

independientes [271]. Para ello, se realizaron las diluciones correspondientes de las células y 

se sembraron en placas SMM-L (para seleccionar recombinantes Leu+) y SMM-U (células 

totales). 

 

6.17 Ensayos de mutagénesis 

 

Para estudiar la tasa de mutagénesis espontánea e inducida por MMS se midió la tasa de 

aparición de células capaces de formar colonias en presencia canavanina, un análogo tóxico de 

la arginina, que entra en la célula a través de la arginina permeasa CAN1. Por tanto, este 
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ensayo mide la aparación de mutantes de CAN1. La frecuencia de mutagénesis (CanR) se 

determinó calculando la media de 3 tests de mutagénesis. Cada test calcula la frecuencia de 

mutagénesis con la mediana de los valores obtenidos a partir de seis colonias independientes 

(ver ensayo de recombinación genética). Para ello, se realizaron las diluciones 

correspondientes de las células y se sembraron en YPAD (células totales) o SMM- Arg  con 

canavanina a 60 µg/ml (CanR). 

 

6.18 PCR cuantitativa 

 

La cantidad de ADN replicado en el origen ARS305 se determinó mediante PCR cuantitativa 

(qPCR) (7500 Fast Real Time PCR System, Applied BIOSYSTEMS; 7500 System Software V1.4.0). 

Para ello, se mezclaron 2,5 µl de ADN genómico de cada muestra (diluido 1:25) con 12,5 µl de 

SYBR Green PCR master Mix (Applied Biosystems), 2,5 µl de oligonucleótidos (oligos en Tabla 

5.4) a 0,1 mM y 10 µl de agua. Como recta patrón se usaron diluciones seriadas decrecientes 

(factor de dilución 10) de una de las muestras de ADN total. 

 

6.19 Oligos 

 

Los oligonucleótidos usados en esta tesis se describen en la Tabla 5.4. Los oligos ͞disrup͟ son 

para la construcción de estirpes con ŵarcadores de resistencias a drogas, los ͞Fϱ/Rϯ͟ para el 

etiquetado de proteínas con GFP, los que se listan con enzimas de restricción para el clonaje 

de productos de PCR. Las parejas nombradas como Forw/Rev se usaron para la amplificación 

por PCR cuantitativa. Los oligos 305ARS son para la construcción de las sondas para el análisis 

de los intermederiarios replicativos. 

 

Oligo Secuencia 

UP-RAD52-MN AAGACCAAAGATCAATCCCCTGCATGCACGCAAGCCTACTCGGATC
CCCGGGTTAATTAA 

LO-RAD52-MN AATGATGCAAATTTTTTATTTGTTTCGGCCAGGAAGCGCTTGAATTC
GAGCTCGTTTAAAC 

UP-MCM4-GFP CGAGGGTGTAAGGAGATCAGTTCGCCTGAATAACCGTGTCGGTGA
CGGTGCTGGTTTA 

LO-MCM4-GFP TTATTAATTGTTACGCAGGGAATGATTGTAGTAGACAGCAAGCGAC
CAGCATTCACAT 

UP-CDC7-XhoI GCTAATCTCGAGCAGTAGGAAGTCTAAGTA 

LO-CDC7-NotI CTATGTGCGGCCGCAAGAGCATTCTTGATTCCAT 

UP-cdc7-4-XhoI ATTCGCTCGAGCATTGAGGAGAGGATTATGA 

LO-cdc7-4-XbaI TATGCTCTAGAAGCAACACTGTACTCAGGGAA 

UP-CAN1-XhoI ATGTCACTCGAGTCAGACTTCTTAACTCCTGT 

LO-CAN1-XbaI ATCGTATCTAGAAAGGTAATAAAACGTCATAT 
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UP-rad53-disrupt AATAGTGAGAAAAGATAGTGTTACACAACATCAACTAAAACAGCTG
AAGCTTCGTACGCT 

LO-rad53-disrupt TTAAAAAGGGGCAGCATTTTCTATGGGTATTTGTCCTTGGCTAGTG
GATCTGATATCATC 

ForOri305ARS CGCCCGACGGCCGTAA 

RevOri305ARS GAGCGGCCTGAAATACTGTCA 

ForA305ARS AAGAAAGAAAAGCATTCCAGAGACA 

RevA305ARS TGCTAACTGATGTGCCAAAGTCA 

Fowori305ARS (PCRq) CGCCCGACGCCGTAA 

Revori305ARS (PCRq) GAGCGGCCTGAAATACTGTCA 

ForwB305ARS (PCRq) TTGTAGGTGGTAGTTCTCTTCT 

RevB305ARS (PCRq) TGATGGATGATGCCTTGCA 

Tabla 6.4 Oligos  

  



 MATERIALES Y MÉTODOS 

 

92 
 

  



                                                                                                                      APÉNDICES 

 

93 
 

 

 

 

 

 

7. APÉNDICES 

  



                                                                                                                      APÉNDICES 

 

94 
 

 

  



                                                                                                                      APÉNDICES 

 

95 
 

7.1 Medios 

 

7.1.1 Medios de bacterias 

 

LB: 0,5% extracto de levadura, 1% bacto-triptona y 1% NaCl. 

LB+Ampicilina: medio LB complementado con 75 g/ml de ampicilina. 

 

7.1.2 Medios de levaduras 

 

Medio rico YPAD: 1% extracto de levadura, 2% bacto-peptona, 2% glucosa,  20 mg/l de 

adenina. 

Medio rico YPAG: idéntico al medio YPAD pero la glucosa está sustituida por 2% de galactosa. 

Medio sintético con glucosa (SD): 0,17% YNB (bases nitrogenadas de levadura), 0,5 % sulfato 

amónico, 2% glucosa. 

Medio sintético con glucosa completo (SDc): medio SD complementado con los aminoácidos 

triptófano, histidina, metionina, leucina, lisina y con las bases nitrogenadas adenina y uracilo a 

las concentraciones descritas en [261]. 

Medio mínimo complementado (SMM): medio SD complementado con una mezcla de 

aminoácidos y bases [261]. 

Medio de esporulación (SPO): 1% acetato potásico, 0,1 % extracto de levadura, 0,05 % glucosa 

y complementado con los requerimientos añadidos al medio SDc a una concentración final 4 

veces inferior. 

 

7.2 Antibióticos, drogas, enzimas e inhibidores 

 

7.2.1 Antibióticos 

 

Ampicilina (Sigma): antibiótico -lactámico que inhibe la división celular de E. Coli impidiendo 

la síntesis de la pared celular. Se utilizó para seleccionar cepas bacterianas con algún plásmido 

de interés. 

G418, Geneticina (Melford): antibiótico aminoglicosídico utilizado para seleccionar estirpes de 

S. cerevisiae que lleven el gen de resistencia a kanamicina (Kan). Se utilizó a una concentración 

final de 200 g/ml. 

Higromicina B: antibiótico aminoglicosídico procedente de Streptomyes hygroscopicus que 

inhibe la síntesis de proteínas. Se utilizó para seleccionar estirpes de S. cerevisiae portadoras 

del gen de resistencia a higromicina (Hyg) a una concentración final de 250 g/ml. 
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Nourseotricina, clonNAT (Werner bioAgents, Germany): antibiótico aminoglicosídico 

procedente de Streptomyces noursei. Se utilizó  para seleccionar estirpes de S. cerevisiae  

portadoras del gen de resistencia a nourseotricina (Nat) a una concentración final de 100 

g/ml. 

 

7.2.2 Drogas e inhibidores 

 

1NM-PP1 (Calbiochem): inhibidor reversible y permeable a las células que compite por el sitio 

de unión del ATP de quinasas mutadas. 

Complete EDTA free (Roche): mezcla de inhibidores de proteasas. 

Nocodazol (Sigma): agente inhibidor de la polimerización de microtúbulos. 

Metil Metanosulfonato (MMS): agente alquilante. 

Hidroxiurea (HU) (US Biological): inhibidor de la reductasa de nucleótidos que para la 

replicación debido a una disminución de los niveles de deoxinucleótidos trifosfatos (dNTPs). 

PMSF (Sigma): fluoruro de fenilmetilsulfonilo, inhibidor de la polimerización de microtúbulos. 

Quimostatina (Sigma): inhibidor de proteasas como quimiotripsina y catepsinas.  

Hemisulfato de Leupeptina (AppliChem): inhibidor de serina y cisteína proteasas. 

Benzamidina (AppliChem): inhibidor competitivo de serina proteasas y tripsinasas. 

Espermina (Sigma): poliamina que ayuda a estabilizar la estructura del ADN. 

Espermidina (Sigma): poliamina que ayuda estabilizar la estructura del ADN. 

 

7.2.3 Enzimas 

 

Enzimas de restricción (Takara): endonucleasas de ADN con dianas específicas de secuencia. 

Factor : feromona utilizada para sincronizar células de sexo a en G1. 

Klenow (Promega): fragmento mayor de la ADN polimerasa I de E. coli con actividad 

poliŵerasa ϱ’-ϯ’ Ǉ eǆonucleasa ϯ’-ϱ’. 

Polimerasa termoestable de ADN: My Taq Red DNA Polymerase Bioline y Velocity DNA 

Polymerase Bioline (usada en PCRs que requieren alta fidelidad de secuencia). 

Pronasa (Sigma): proteasa de Streptomyces griseus mezcla de tres actividades proteolíticas 

que incluyen las proteasas de serina. 

Proteinasa K (Roche): endoproteinasa inespecífica procedente e Pichia pastoris capaz de 

degradar proteínas hasta nivel de aminoácidos. 

RNasa A (Roche): endoribonucleasa específica de pirimidina que actúa sobre ARN de cadena 

sencilla. 
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Zimoliasa 20T (USB): mezcla de enzimas de Arthrobacter luteus con capacidad de digerir la 

pared celular de S. cerevisiae. 

Nucleasa Micrococal (Sigma): nucleasa de Staphylococcus aureus. 

Benzonasa (Sigma): nucleasa de Serratia marcescens capaz de degradar todas las formas de 

ADN y ARN. 

 

7.3 Tampones  

 

Los tampones generales usados en esta tesis son: 

TE 1X: 10 mM TrisHCl pH 7,5, 50 mM EDTA pH 8 

TAE 1X: 0,04M Tris-Acetato, 1 mM EDTA pH 8 

Tampón de carga 5X: 0,25% azul de bromofenol, 30% glicerol 

TBE 1X: 0,089 M Tris Base, 0,089 M ácido bórico, 0,002 M EDTA 

Laemli 1X: 0,06 M Tris pH 8, glicerol 25%, SDS 2%, bromofenol 0,01%, 0,5% v/v -

mercaptoetanol. 

PBS 1X: 137 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 2mM KH2P04 

TBS 1X: 137 mM NaCl , 2,7 mM KCl, 25 mM Tris base 

Tampones fosfato potásico 0,1 M 

pH 6,4   27,8 mM K2HPO4, 72,2 mM KH2PO4 

pH 6,6   38,1 mM K2HPO4, 61,9 mM KH2PO4 

pH 7,4   80,2mM pH K2HPO4, 19,8 mM KH2PO4 
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